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Résumé
De nombreux mécanismes contrôlent et limitent la prolifération des éléments transposables (ET) 
dans  les  génomes  dont  ils  menacent  l'intégrité  structurale  et  fonctionnelle.  Chez  les  plantes 
l'interférence ARN (ARNi) joue un rôle important dans ces contrôles via des petits ARN d'environ 
20nt qui guident la régulation de l'expression de séquences endogènes ou exogènes par deux types 
de mécanismes. Un premier mécanisme, partagé par de nombreux organismes eucaryotes, inhibe 
l'activité d'ARNm par un contrôle post-transcriptionnel. Un deuxième type de régulation, permet un 
contrôle  transcriptionnel  de  l'activité  des  ET  via  un  mécanisme  appelé  RNA directed  DNA 
Methylation (RdDM) qui implique des siARN («  short-interfering RNA ») de 24nt qui guident la 
méthylation de l'ADN spécifiquement au niveau des séquences d'ET. Les siARN sont impliqués 
également dans la restauration progressive de la méthylation de l'ADN après une perte induite par la 
mutation du gène  DDM1 (Decrease in DNA Methylation 1). L'objectif de cette thèse est de tirer 
avantage des technologies de séquençage à haut débit pour caractériser le contrôle des ET par les 
siARN chez la plante modèle Arabidopsis thaliana 
Dans un premier temps, j'ai développé des méthodes et outils bioinformatiques afin de gérer 
efficacement  les  données  de  séquençage  à  haut  débit  de  banques  de  petit  ARN.  Ces  outils, 
regroupés en pipeline, visent à permettre l'étude de l'accumulation des siARN correspondant aux 
séquences d'ET ou de familles d'ET ainsi que leur visualisation de manière globale ou détaillée.
Ces outils ont ensuite été appliqués pour caractériser, dans un contexte sauvage, l' association entre 
les siARN et les ET afin de déterminer des facteurs pouvant expliquer les différences d'abondance 
en siARN observées. Ces analyses, réalisées en tenant compte de l'état de méthylation de l'ADN et 
du contexte génomique des ET apportent une vue statique du contrôle des ET par les siARN et de 
leur impact sur les gènes situés à proximité.
L'analyse de banques de petits ARN de mutants de la voie de l'ARNi a ensuite été réalisée afin 
mieux caractériser l'impact de la perte de méthylation de l'ADN sur les populations de siARN et 
notamment définir les mécanismes impliqués dans la production des siARN de 21nt induite dans le 
mutant ddm1. Ces analyses comparatives du contrôle des ET lors d'une perte de la méthylation de 
l'ADN ont permis de mettre en évidence une production de siARN de 24nt indépendante de la voie 
classique du RdDM et de proposer un modèle permettant d'expliquer la production de siARN de 
21nt dans le mutant ddm1.
Dans un dernier temps, j'ai cherché à mieux définir l'implication des siARN dans la restauration 
des états de méthylation de l'ADN. Les variations de méthylation de l'ADN induites par la mutation 
ddm1 ont  été  caractérisées ainsi  que leur stabilité transgénérationnelle  au sein d'une population 
d'epiRIL.  La  stabilité  de  l'hypométhylation  de  l'ADN  a  été  étudiée,  au  regard  de  données  de 
séquençage à haut débit de banques de petits ARN de lignées WT, ddm1 ainsi que pour 4 lignées 
epiRIL, afin d'apporter une notion temporelle à l'étude du contrôle des ET par les siARN.
Les  résultats  soulignent  le  rôle  majeur  des  petits  ARN  pour  le  contrôle  des  éléments 
transposables  afin  de  préserver  l'intégrité  structurale  et  fonctionnelle  du génome et  ce,  via  des 
mécanismes variés en fonction des ET. Ce travail ouvre la voie vers une analyse du contrôle des ET 
par les siARN basée sur une approche regroupant les ET en réseaux en fonction des séquences de 
siARN qu'ils partagent. Cela permettrait d'étudier les « connections-siARN » entre ET afin de, par 
exemple, explorer l'action en trans des siARN pour la restauration de la méthylation de l'ADN.
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Abréviations
ADN Acide désoxyribonucléique
ADNc Acide désoxyribonucléique complémentaire
AGO Argonaute
APS Adénosine 5' phosphosulfate
ARN Acide ribonucléique
ARNi ARN interférence
ARNm ARN messager
ATP Adénosine triphosphate
BAM Binary Alignment/Map
BED Browser Extensible Data
CMT3 CHROMOMETHYLASE 3
DCL1-4 Dicer-like 1-4
DDM1 DECREASE IN DNA METHYLATION 1
DME DEMETER
DML DEMETER-LIKE
DRB DOUBLE STRANDED RNA-BINDING PROTEIN
DRM2 DOMAINS REARRANGED METHYLTRANSFERASE 2
ET Élément transposable
EpiRIL Epigenetic Recombinante Inbred Lines
FISH Fluorescent In Situ Hybridization
GFF Generic File Format
HEN1 HUA ENHANCER 1
het-siARN heterochromatic-siRNA
HMM Hidden Markov Model
HTS High-Throughput Sequencing
KYP KRYPTONITE
LTR long terminal repeat
MeDIP Methylated DNA immunoprecipitation
MET1 METHYLTRANSFERASE 1
miARN microARN
MITE Miniature Inverted-repeat Transposable Elements
nat-siARN natural antisens siRNA
NGS Next-Generation Sequencing
ORF Open Reading Frame
PCR Polymerase Chain Reaction
PolII/IV/V RNA polymerase II/IV/V DNA dependent
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PTGS Post-Transcriptional Gene Silencing
ra-siARN Repeat associated siRNA
RdDM RNA directed DNA Methylation
RdRP RNA dependent RNA polymerase
RDR2/6 RNA DEPENDENT RNA POLYMERASE 2/6
RISC RNA Induced Silencing Complex
ROS1 REPRESSOR OF SILENCING 1
SAM Sequence Alignment/MAP
siARN Short-interfering RNA
sRNA-seq Small RNA Sequencing
SGS3 SUPPRESSOR OF GENE SILENCING 3
ta-siARN Trans-acting siRNA
TIR Terminal Inverted Repeat
TGS Transcriptional Gene Silencing
TSD Target Site Duplication
VIM1 VARIANT IN METHYLATION 1
WT Wild Type
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Figure 1.1 : Taille des génomes et composition en ET chez certaines espèces d'Angiospermes. La taille du 
génome est fortement corrélée avec le contenu en ET. D'après Tenaillon, Hollister, and Gaut 2010.
 1.1 Les éléments transposables  
Les éléments transposables (ET) contribuent de manière importante à l'évolution de la taille des 
génomes (fig. 1.1). Ils ont été mis en évidence en 1944 par Barbara McClintock après la découverte 
de  mutations  instables dans  le  génome  du  maïs  (McClintock  1950;  McClintock  1951).  Ces 
phénomènes d'instabilité génétique ont été attribués à des éléments génétiques mobiles,  appelés 
« éléments  de  contrôle »,  capables  de  réguler  l'expression  des  gènes  (McClintock  1956). 
L'identification d'un nombre important de séquences répétées dans les génomes (Britten and Kohne 
1968) et la confirmation des observations de Barbara McClintock dans d'autres organismes (Shapiro 
1969;  Kidwell,  Kidwell,  and  Sved  1977) permettront  la  reconnaissance  de  ses  travaux  pour 
lesquelles elle obtiendra, en 1983, le prix Nobel de médecine pour : « la découverte des éléments 
génétiques  mobiles ».  Depuis,  la  vision  statique  du  génome  a  évolué  vers  un  modèle  plus 
dynamique. 
 1.1.1 Définition
Les ET sont des séquences répétées d'ADN ayant la capacité intrinsèque de se déplacer au sein 
du génome par un mécanisme appelé transposition. Les ET sont définis comme autonomes lorsqu'ils 
codent  eux-même  les  protéines  leur  permettant  de  transposer.  Ils  sont  appelés  non-autonomes 
lorsqu'ils  n'expriment  pas  eux-même  ces  protéines  et  donc  que  leur  transposition  requiert  la 
machinerie d'autres éléments.
Les séquences d'éléments transposables sont généralement bordées par des répétitions directes de 
quelques nucléotides. Ces répétitions, appelées « Target Site Duplication » (TSD), résultent de la 
duplication  du  site  cible  lors  de  l'intégration  dans  le  génome.  La  structure  des  ET  et  leurs 
mécanismes de transposition sont divers. On identifie deux grands classes d'ET qui diffèrent selon 
l'intermédiaire qu'ils utilisent pour transposer. La première classe nécessite un intermédiaire à ARN 
et  la  transosition  est  de  type  « copier-coller »,  alors  que  la  seconde  classe  se  déplace  par  un 
mécanisme  de  type  « couper-coller ».  On  parle  ainsi  respectivement  de  rétrotransposons  et  de 
transposons à ADN.
En plus de cette classification majeure, les ET peuvent être regroupés en superfamilles puis en 
familles en fonction de leur structure, de la similarité de leurs séquences nucléiques ou protéiques, 
ou encore de la longueur des TSD qu'ils engendrent (Wicker et al. 2007).
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Figure 1.2 : Structure générale des rétrotransposons. (A) Structure des rétro-éléments à LTR. Les triangles noirs 
indiquent les LTR, les ORF fonctionnelles sont indiquées en rouge et  les rectangles verts représentent des régions 
internes sans ORF fonctionnelles. Les flèches représentent les TSD (Target Site Duplication). (B) Structures des rétro-
éléments sans LTR. Pour les SINE, les barres oranges correspondent aux sites de fixation de l'ARN polymérase III, le 
rectangle marron à une région variable et la région bleue est commune aux LINE et aux SINE. D'après Feschotte, Jiang, 
and Wessler 2002. 
A. Rétrotransposons à LTR B. Rétrotransposons sans LTR
Eléments
autonomes
Eléments
non-autonomes
Figure  1.4 :  Mécanismes  de  transposition  des  rétrotransposons. (A)  Rétrotransposition  réplicative  des 
rétrotransposons à LTR. (B)  Transcription inverse au niveau du site d'insertion pour les rétroposons. D'après Levin and 
Moran 2011.
A. B.
Figure 1.3 : Structure détaillée des rétrotransposons à LTR Gypsy et Copia. Ces deux familles d'ET diffèrent 
par l'organisation des domaines de la polyprotéine POL. De plus, les Gypsy peuvent contenir une ORF codant une 
protéine env putative. Les sites PBS (primer binding site) et PPT (polypurine tract) sont impliqués dans la transcription 
inverse de l'élément. D'après Havecker, Gao, and Voytas 2004 ; Sabot and Schulman 2006.
 1.1.2 Classification des ET
 1.1.2.1 Classe I : les rétrotransposons  
Les éléments de classe I ou rétrotransposons sont les plus abondants et les plus répandus chez les 
eucaryotes. Cela s'explique par leur mécanisme de transposition de type « copier-coller » qui permet 
de  générer  un  grand  nombre  de  copies  à  partir  d'une  seule  séquence  d'ADN.  Ce  mécanisme 
implique la transcription de l'élément en ARN simple brin. Ces ARN sont ensuite transcrits par une 
transcriptase inverse en ADNc qui pourra se réinsérer dans le génome. Ces éléments peuvent être 
séparés en deux catégories en fonction de la présence ou non de longues répétitions directes à leurs 
extrémités (« long terminal repeat » ou LTR) (fig. 1.2).
Les séquences LTR ont une longueur de quelques centaines à plus d'un millier de nucléotides. 
Elles contiennent des régions promotrices et régulatrices séparées en 3 domaines fonctionnels (U3, 
R et U5). Les rétrotransposons à LTR autonomes contiennent au moins deux gènes appelés gag et 
pol. Le gène gag code une polyprotéine de capside et le gène pol (polymérase) une polyprotéine qui 
forme, après protéolyse, les protéines nécessaires à la transposition : une protéase, une transcriptase 
inverse, une RNaseH et une intégrase. Une partie ou la majorité de ces séquences codantes sont 
absentes des séquences d'éléments non-autonomes. Pour ces éléments, les régions internes peuvent 
avoir une longueur variable et des séquences différentes de celles des éléments autonomes. Chez les 
plantes, les rétrotransposons à LTR sont regroupés en 2 superfamilles qui diffèrent par la position 
relative des domaines enzymatiques codés par le gène  pol (fig.  1.3). Les ET de la superfamille 
Gypsy possèdent parfois une ORF appelée env putative, semblable à l'env codant la glycoprotéine 
de  l'enveloppe  des  rétrovirus.  De  fait,  l'identification  de  motifs  protéiques  communs  entre  les 
séquences d'intégrases, de transcriptases  inverses  et des protéines  env des rétrotransposons et des 
rétrovirus indique un lien évolutif (McClure 1991; Capy et al. 1996; Lerat and Capy 1999). De plus, 
le mécanisme de transposition des rétrotransposons (fig. 1.4) est proche de celui des rétrovirus. Ce 
mécanisme passe par une transcription complète de l'élément de la région R de la LTR en 5' à la 
région R de la LTR en 3'. Ce transcrit va être traduit dans le cytoplasme pour donner les protéines 
GAG et POL. La polymérisation de protéines GAG va permettre la formation d'une VLP (virus-like 
particule) où a lieu la transcription inverse par la RT et la RNaseH. L'ADN sous forme double brin 
est ensuite intégré au génome sous l'action de l'intégrase. On peut noter que des phénomènes de 
recombinaison peuvent conduire à la formation de séquences appelées solo-LTRs.
Les rétrotransposons sans LTR, ou rétroposons, sont divisés en 2 superfamilles : les LINE (Long 
Interspersed Nuclear Elements) et les SINE (Short Interspersed Nuclear Elements) (fig. 1.2).
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Figure  1.5 : Structure générale des transposons à ADN.  Les flèches représentent les TSD et les triangles les 
répétitions terminales inversées. Adapté d'après Feschotte, Jiang, and Wessler 2002. 
Eléments
autonomes
Eléments
non-autonomes
Transposon Helitron
Figure 1.6 : Mécanisme de transposition des transposons à ADN. D'après Levin and Moran 2011.
Ces  deux  types  d'éléments  se  terminent  à  l'extrémité  3'  par  une  séquence  polyA de  longueur 
variable.  Les  séquences  de  LINE ont  des  régions  codantes  qui  incluent  :  ORF1,  une  protéine 
similaire à gag ; EN, une endonucléase et RT une transcriptase inverse. Les SINE ne codent pas de 
protéine  et  sont  non-autonomes.  Toutefois,  ils  sont  caractérisés,  près  de  l'extrémité  5',  par  la 
présence d'un promoteur interne de l'ARN polymérase III qui est responsable de la synthèse de 
certains ARN (ARNt, ARNr 5S, ...). Bien que la moitié 3' de ces éléments soit d'origine inconnue, 
l'extrémité 3' présente des similarités avec les séquences de LINE indiquant que les éléments SINE 
peuvent parasiter  la machinerie de transposition des éléments LINE  (Ogiwara et  al.  1999).  Les 
SINE résulteraient de transcriptions inverses d'ARN de faible longueur (généralement des ARNt 
chez les plantes) suivis de leur intégration dans le génome (Deragon and Zhang 2006).
A la différence des rétrotransposons à LTR et malgré la présence d'une ORF codant une protéine 
gag-like, les rétroposons ne produisent pas de copie ADN de leur ARN dans le cytoplasme. En 
effet,  la transposition de ces éléments se réalise par une transcription inverse au niveau du site 
d'intégration  (Cost et al. 2002; Kazazian 2004). Enfin, il a été montré que, dans les génomes, la 
plupart des séquences de LINE sont tronquées au niveau d'une région a priori aléatoire en 5' sous 
l'effet d'un mécanisme appelé « 5' truncation » (Sassaman et al. 1997).
 1.1.2.2 Classe II : les transposons  
Les ET de classe II, ou transposons, se déplacent par un mécanisme d'excision à partir d'une 
position génomique puis d'intégration à une autre position grâce à une transposase. Ce mécanisme 
de « couper/coller » n'entraine pas d'augmentation du nombre de copies. Cependant, un mécanisme 
de « gap repair » peut permettre la restauration de la séquence de l'élément au site donneur. De 
même,  une  transposition  durant  la  phase S du cycle  cellulaire  peut  entraîner  la  duplication  du 
transposon à condition que, au moment de l'insertion, le site donneur ait déjà été répliqué mais pas 
le site accepteur.
Les  transposons  (fig. 1.5),  sont  pour  la  très  grande  majorité  caractérisés  par  la  présence  de 
séquences  répétées  inversées  à  chaque  extrémité  (« Terminal  Inverted  Repeat »  ou  TIR).  Les 
éléments autonomes codent une transposase capable de reconnaître les TIR et d'exciser la séquence 
de l'élément (fig. 1.6). Tout  comme les ET de classe I, les éléments de classe II peuvent devenir 
non-autonomes via la mutation ou la disparition du gène de la transposase. Enfin certains éléments 
non-autonomes appelé MITE (« Miniature Inverted-repeat Transposable Elements ») sont composés 
uniquement des séquences TIR. Ce type de transposons non-autonomes peut augmenter rapidement 
en nombre de copies jusqu'à dépasser le nombre de copies d'éléments autonomes dont ils sont issus.
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Figure  1.7 : Diversité des superfamilles ET d'Arabidopsis. (A) Proportion du génome correspondant à chaque 
superfamille. (B) Nombre d'annotations par superfamille (C) Nombre de familles pour chaque superfamille.
A.
B. C.
Figure 1.8 : Age des rétrotransposons des superfamilles Gypsy et Copia. Nombre d'éléments en fonction de leur 
taux de substitution. Le taux de substitution entre les séquences à LTR d'éléments complets a été utilisé pour estimer 
l'âge des ET. D'après Pereira 2004.
Enfin, un dernier groupe appelé Hélitrons a été découvert plus récemment dans les génomes 
eucaryotes  (Kapitonov and Jurka 2001). Ces transposons ont la spécificité de ne pas posséder de 
répétitions terminales et de ne pas générer de TSD. Leur transposition se ferait par un mécanisme 
encore  hypothétique  appelé  « rolling-circle »  proche  du  mécanisme  de  réplication  de  certains 
bactériophages et des plasmides (Kapitonov and Jurka 2007).
 1.1.3 Les ET d'Arabidopsis thaliana
Arabidopsis thaliana est une plante de la famille des Brassicacae dont le génome de petite taille 
(~125Mb)  est  presque  entièrement  séquencé  à  l'exclusion  des  régions  centromériques  qui  sont 
composées d'un très grand nombre de répétitions en tandem d'une séquence de 180bp (Arabidopsis 
Genome Initiative 2000). La dernière annotation des ET de ce génome (Ahmed et al. 2011) indique 
qu'environ 21% (25Mb) correspond à des séquences d'ET ou des répétitions de type satellite. Cette 
faible densité en éléments répétés par rapport à d'autres génomes de plantes ou de mammifères 
facilite leur analyse fine et leur caractérisation. Ces éléments, au nombre de 31 245, peuvent être 
regroupés en 318 familles et 14 superfamilles.
Parmi  ces  superfamilles,  certaines  sont  peu  représentées  chez  Arabidopsis  (fig. 1.7).  C'est 
notamment le cas pour les éléments à ADN DNA/Harbinger, DNA/Mariner, DNA/Pogo, DNA/Tc1 
ainsi que pour les rétroposons non-autonomes SINE. D'autres, en revanche, comportent un nombre 
important d'éléments et  sont très diversifiées comme les superfamilles Hélitron et DNA/MuDR. 
Enfin, en ce qui concerne les rétrotransposons à LTR, le génome d'Arabidopsis présentent un faible 
nombre  de  séquences  de  la  superfamille  LTR/Copia  par  rapport  à  la  superfamille  LTR/Gypsy. 
Cependant  la  superfamille  LTR/Copia  est  beaucoup  plus  diversifiée  avec  109  familles  contre 
seulement 32 pour la superfamille LTR/Gypsy (fig. 1.7 B et C).
Différentes études sur les populations d'ET d'Arabidopsis ont cherché à estimer l'âge relatif des 
ET et les périodes auxquelles ils ont envahi le génome. Malgré l'abondance des Hélitrons dans le 
génome d'Arabidopsis thaliana, il a été montré que certaines familles ont envahi le génome après la 
divergence  entre  A.thaliana et  A.lyrata (~10  millions  d'années)  (Hollister  and  Gaut  2007). 
Inversement, la comparaison de génomes de Brassica a montré que la superfamille SINE, qui est 
peu abondante et faiblement diversifiée dans le génome d'A.thaliana, aurait envahi le génome dans 
une période située entre 12 et 20 millions d'années (Lenoir et al. 2001; Lenoir et al. 2005). Enfin, 
l'étude de similarité réalisée sur des séquences LTR des superfamilles LTR/Gypsy et LTR/Copia 
indique que la superfamille seconde a colonisé le génome et s'est diversifiée plus récemment que la 
première (Peterson-Burch, Nettleton, and Voytas 2004 ; fig. 1.8).
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Figure  1.9 : Distribution des ET le long du chromosome 2 d'Arabidopsis thaliana. (A)  Proportion d'ADN 
correspondant à des séquences d'ET pour des fenêtres de 25kb le long du chromosome 2 (Kapitonov and Jurka 2002). 
La région péricentromérique est indiqué par un rectangle bleu. (B) Distribution de différentes classes d'ET le long du 
chromosome 2. Chaque ligne verticale correspond à une fenêtre de 17kb contenant au moins une séquence d'ET. Les 
éléments  ATHILA et  ATGP correspondent à  la  superfamille  LTR/Gypsy,  les éléments  Atenspm, Arnold sont  des 
transposons à ADN et les ATREP des éléments de la superfamille Helitron. D'après Kapitonov and Jurka 1999.
Les  ET  sont  majoritairement  présents  au  niveau  des  régions  péricentromériques  des 
chromosomes  d'Arabidopsis  (Arabidopsis  Genome Initiative  2000;  Kapitonov  and  Jurka  2002). 
Cependant, la distribution des ET le long des chromosomes varie d'une famille à l'autre (fig. 1.9). 
Ces variations peuvent être attribuées à différents mécanismes évolutifs comme des biais d'insertion 
(insertions préférentielles au niveau des régions péricentromériques) ou une plus faible probabilité 
de fixation au niveau des régions euchromatiques (Pereira 2004).
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Figure 1.10 : Schéma général de la répression de l'expression génique guidé par les petits ARN.Le processus 
commence par la coupure par une protéine DICER d'un ARN double brin intra ou inter moléculaire. L'un des ARN 
produit est incorporé dans un complexe RISC (« RNA induced silencing complex ») comportant une protéine argonaute 
(AGO) pour entraîner une répression transcriptionnelle via des modifications de la chromatine (ADN et/ou histones) ou 
une répression post-trancriptionnelle via le clivage d'ARN messager ou l'inhibition de sa traduction. Dans certains cas, 
ces mécanismes peuvent être amplifiés sous l'action d'ARN polymérases ARN dépendantes (RdRP).
 1.2 Biosynthèse et mode d'action des petits ARN d'  Arabidopsis thaliana  
De nombreux mécanismes contrôlent et limitent la prolifération des ET dans le génome. Chez les 
plantes l'interférence ARN (ARNi) joue un rôle important dans ces contrôles. L'ARNi produit des 
petits ARN d'environ 20nt qui permettent la régulation de l'expression de séquences endogènes ou 
exogènes  par  deux  types  de  mécanismes.  Un  premier  mécanisme,  partagé  par  de  nombreux 
organismes eucaryotes,  inhibe l'activité d'ARNm. Ce contrôle est  appelé « Post-Transcriptionnal 
Gene Silencing » (PTGS).  Un deuxième type de régulation permet  un contrôle  transcriptionnel 
(« Transcriptionnal Gene Silencing » ; TGS) de l'activité des ET via un mécanisme appelé RdDM 
(« RNA directed DNA Methylation »).
 1.2.1 Schéma général
Bien qu'il  existe plusieurs classes de petits ARN et différentes voies de biosynthèse chez les 
plantes, le schéma général (fig. 1.10) comporte des étapes souvent similaires. Un double brin intra 
ou  inter-moléculaire  est  reconnu  par  une  protéine  Dicer-like,  une  protéine  de  la  famille  des 
Ribonucléases  (RNase  III),  qui  va  le  cliver  pour  produire  un  duplex  d'ARN  d'une  longueur 
comprise entre 20 et 24 nucléotides. Ce duplex d'ARN a la particularité d'avoir deux nucléotides qui 
dépassent à chaque extrémité 3'. L'ajout d'un groupement méthyle, au niveau des deux extrémités 3', 
par la méthyltransférase HEN1 (HUA ENHANCER1) va permettre de stabiliser  le duplex et  le 
protéger de la  dégradation.  Il  est  ensuite  pris  en charge par un complexe RISC (RNA Induced 
Silencing  Complex)  qui  contient  invariablement  une  protéine Argonaute  (AGO).  Cette  protéine 
AGO est formée d'un domaine PAZ qui permet la fixation d'un des brins du duplex de petits ARN 
ainsi que d'un domaine PIWI qui lui confère une activité endonucléotidique. Chez Arabidopsis, il 
existe 4 protéines Dicer-like (DCL1 à 4) et 10 protéines AGO.
Les analyses de données de séquençage à haut débit des populations de petits ARN d'Arabidopsis 
ont révélé deux populations majeures : les microARN (miARN) qui ont un rôle dans la régulation 
post-transcriptionnelle des gènes et les « short-interfering RNA » (siARN) dont la majorité agit au 
niveau  de  la  chromatine,  induisant  une  régulation  transcriptionnelle,  alors  que  d'autres  vont 
permettre une régulation post-transcriptionnelle. D'autres classes moins abondantes ont aussi été 
décrites. 
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Figure 1.11 : Voie des microARN chez Arabidopsis. D'après Brodersen and Voinnet 2006.
 1.2.2 Les microARN
Les  microARN (miARN)  sont  produits  par  des  gènes  dont  certains  sont  localisés  dans  des 
introns de gènes codant des protéines.  Les différentes étapes de la production des miARN sont 
illustrées dans la figure  1.11 et décrites ci-dessous. La transcription des gènes MIR est effectuée par 
l'ARN polymérase II (PolII) et génére des pri-miARN qui se replient de manière imparfaite. Ces 
pri-miARN sont reconnus par le complexe DCL1-DRB1 (DOUBLE STRANDED RNA-BINDING 
PROTEIN1) puis clivés par DCL1 pour donner un précurseur avec une structure tige-boucle, le pré-
miARN. Un second clivage par DCL1 produit un duplex d'ARN dont la taille est généralement de 
20-21nt.  Toutefois  des  miARN  de  22nt  ou  24nt  ont  aussi  été  identifiés.  Deux  nucléotides 
protubérants  au  niveau  des  extrémités  3'  vont  être  méthylés  avant  l'export  du  duplex  dans  le 
cytoplasme.  Ce duplex  contient  un brin  guide,  le  miARN et  un brin  passager  le  miARN*. Le 
miARN serait celui avec l'extrémité 5' la moins stable au sein du duplex. Cet asymétrie permettrait 
le chargement spécifique du miARN dans le complexe contenant les protéines AGO1 ou AGO10. 
Le complexe ainsi formé va guider le clivage d'un ARN messager cible ou entrainer l'inhibition de 
sa traduction.
Environ 200 gènes de miARN ont été décrits chez Arabidopsis. Comme pour les gènes codants 
des  protéines,  leur  niveau d'expression est  très variable  et  ils  peuvent  être  régulés  au cours  du 
développement ou en réponse à des facteurs environnementaux. Ils sont classés en deux catégories 
selon qu'ils sont conservés (« vieux miARN ») ou non (« jeune miARN ») chez différentes espèces 
de plantes. L'apparition de nouveaux miARN résulterait de duplications inverses de gènes codants 
pour  protéines  ou  de  l'apparition  aléatoire  de  répétition  inversées  (Allen  et  al.  2004). 
L'accumulation de mutations à certaines régions de la structure tige-boucle permettrait d'entrainer 
une augmentation de l'affinité avec la machinerie de biogénèse des miARN et serait couplée avec 
une co-évolution d'un ou plusieurs transcrits cible. (Cuperus, Fahlgren, and Carrington 2011).
La  structure  de  l'ARN  de  certains  ET,  dont  les  MITE,  pourraient  aussi  être  à  l'origine  de 
nouveaux miARN (Piriyapongsa  and Jordan 2007).  De plus,  plusieurs  miARN putatifs  ont  été 
identifiés  notamment  dans  des  séquences  LTR de  rétrotransposons  chez  A.thaliana et  O.sativa 
(Arteaga-Vázquez, Caballero-Pérez, and Vielle-Calzada 2006; Piriyapongsa and Jordan 2008).
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Figure 1.12 : Voie des tasiARN chez Arabidopsis. D'après Ramachandran and Chen 2008.
Figure 1.13 : Voie des nat-siARN chez Arabidopsis. D'après Katiyar-Agarwal and Jin 2010.
 1.2.3 Les trans-acting siARN
Il a été montré que, pour certains ARNm, le clivage par un ou plusieurs miARN entraîne la 
production de siARN secondaires, qui vont pouvoir à leur tour aller cibler d'autres ARNm en trans 
(Vazquez et al. 2004; Allen et al. 2005). A l'inverse des miARN, la production de ces trans-acting 
siRNA (ta-siARN) (fig. 1.12) nécessite l'action d'une ARN polymérase ARN dépendante. Les gènes 
produisant les ARNm à l'origine des tasiARN (gènes TAS) ne codent pas des protéines. Le produit 
du clivage par le miARN va permettre la formation d'un double brin par l'intermédiaire de RDR6 en 
interaction avec une protéine de fonction inconnue, SGS3 (SUPPRESSOR OF GENE SILENCING 
3). Le double brin ainsi généré va être clivé de manière séquentielle à partir du site de coupure par 
le miARN selon une phase de 21 paires de bases. Le clivage est réalisé par DCL4 associée à la 
protéine  DRB4  (« DOUBLE-STRANDED  RNA BINDING  PROTEIN  4 »)  et  va  générer  des 
siARN de 21nt. Ces siARN sont stabilisés par HEN1 et vont aller cibler d'autre ARNm dont ils sont 
complémentaires par l'intermédiaire des protéines AGO1 ou AGO7. Le mécanisme à l'origine de la 
coupure en phase de l'ARNm n'est cependant pas clairement élucidé. Certains modèles indiquent la 
nécessité du clivage par une protéine Argonaute guidée par un miARN qui reconnaît deux sites 
différents  du transcrit  TAS,  d'autres modèles  favorisent  un clivage guidé par un miARN de 22 
nucléotides (Allen and Howell 2010).
 1.2.4 Les natural-antisens siARN
Les natural antisens siRNA (nat-siARN) sont générés à partir d'un double brin inter-moléculaire 
produit  par la transcription de deux locus mitoyens orientés l'un vers l'autre  (fig.  1.13).  Ils ont 
initialement  été  décrits  chez  les  plantes,  d'une  part  au  niveau  d'un  locus  ayant  une  expression 
constitutive et d'autre part d'un ARNm induit en réponse à un stress salin  (Borsani et al. 2005). 
Depuis d'autres exemples d'induction de nat-siARN ont été mis en évidence, notamment lors de la 
réponse  aux  pathogènes  (Katiyar-Agarwal  et  al.  2006).  La  biogenèse  de  ces  siARN  n'est  pas 
complètement élucidée et impliquerait les protéines DCL1, DCL2, HYL1, HEN1 RDR6, SGS3 et 
PolIV (Vaucheret 2006). Lorsque les deux transcrits sont présents, ils formeraient un ARN double 
brin qui serait clivé par DCL1 ou DCL2. Les nat-siARN ainsi produits induiraient le clivage en cis 
de l'ARNm les ayant générés par l'intermédiaire d'une protéine Argonaute. PolIV, RDR6 et SGS3 
permettraient une amplification de la production de nat-siARN. Enfin, il a été mis en évidence que 
certains nat-siARN pouvaient se comporter comme des miARN et aller guider un clivage d'ARNm 
en trans (C. Lu et al. 2008).
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Figure 1.14 : Voie des ra-siARN chez Arabidopsis. D'après Law and Jacobsen 2010 ; Simon and Meyers 2011.
 1.2.5 Les siARN associés aux séquences répétées
Les siARN associés aux séquences répétées (« repeat associated siRNA » , ra-siARN) ou encore 
siARN hétérochromatiques (« heterochromatic-siRNA » , het-siARN) correspondent à la classe de 
siARN la plus abondante chez les plantes et  sont impliqués dans un mécanisme appelé RdDM 
(RNA-directed DNA methylation) qui entraîne l'inhibition au niveau transcriptionnel des séquences 
répétées (Kasschau et al. 2007; Henderson and Jacobsen 2007).
La production de ces siARN de 24nt est dépendante de l'ARN polymérase ADN dépendante 
PolIV,  de  RDR2 (RNA DEPENDENT RNA POLYMERASE 2)  et  de  DICER-LIKE3 (DLC3). 
D'autres  composants  du  RdDM  incluent  la  méthyltransférase  de  l'ADN  DRM2  (DOMAINS 
REARRANGED METHYLTRANSFERASE 2), des protéines ARGONAUTE et l'ARN polymérase 
ADN dépendante PolV (fig. 1.14). L'initiation de la production de siARN de 24nt nécessiterait la 
transcription d'ARN simple brin par l'ARN PolIV. Ces ARN seraient ensuite pris en charge par 
RDR2, entraînant la production d'ARN doubles brins. Ces doubles brins seraient ensuite clivés par 
DCL3  en  siARN  de  24nt,  et  ces  derniers  chargés  dans  un  complexe  effecteur  contenant 
majoritairement AGO4 et AGO6 ou AGO9 dans certains tissus (Peters and Meister 2007; Zheng et 
al. 2007; Havecker et al. 2010). Ce complexe effecteur guiderait la méthylation de l'ADN et des 
modifications d'histones (Chan 2008). Ces modifications de la chromatine se feraient en interaction 
avec un transcrit issus de l'ARN PolV. L'ARN PolV permettrait le renforcement et l'amplification de 
la production de siARN ainsi que la méthylation au niveau des sites ciblés par les siARN et les 
régions adjacentes (Wierzbicki, Haag, and Pikaard 2008; Matzke et al. 2009).
Cependant, le transcrit initial qui conduit à la production de siARN pourrait parfois impliquer 
l'ARN PolII, au niveau de répétitions inversées par exemple  (He et al. 2009; H. Zhang and Zhu 
2011).
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Figure 1.15 : Méthylation de l'ADN chez Arabidopsis thaliana. (A) Proportion de toutes les cytosines du génome 
(en haut) et des cytosines méthylées (en bas) en fonction du contexte de séquence. (Cokus et al. 2008; Lister et al. 2008) 
(B) Distribution des gènes, ET et de la méthylation de l'ADN le long du chromosome 1 d'A.th.
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Figure 1.16 : Profils de méthylation des cytosines le long des gènes et des séquences répétées chez les plantes. 
D'après Roudier, Teixeira, and Colot 2009.
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Légende :
 1.3 Méthylation de l'ADN et régulation transcriptionnelle des ET  
La méthylation de l'ADN correspond à l'ajout d'un groupement méthyle sur certains nucléotides. 
Chez les eucaryotes cette modification affecte presque exclusivement les cytosines. Bien que la 
méthylation de l'ADN ne soit pas présente chez tous les organismes, (absente notamment chez la 
levure, le nématode et la drosophile), elle est facilement détectée chez les mammifères et les plantes 
où elle joue un rôle important sur la stabilité du génome et au cours du développement. 
 1.3.1 La méthylation de l'ADN chez Arabidopsis
Chez  les  plantes,  contrairement  aux  mammifères,  la  méthylation  n'est  pas  restreinte  aux 
cytosines dans un contexte  CG mais  peut  aussi  être  observée au niveau des  cytosines  dans un 
contexte CHG et CHH (ou H correspond à A, T ou C) (fig. 1.15). La méthylation des cytosines est 
principalement détectée au niveau des régions péricentromériques riches en séquences répétées et 
pauvres en gènes (fig. 1.16).  Cette  méthylation est  aussi  fortement  corrélée à  la présence d'une 
marque spécifique de l'hétérochromatine, la diméthylation de la lysine 9 de l'histone 3 (H3K9me2) 
et à la présence de siARN (Kasschau et al. 2007; Roudier, Teixeira, and Colot 2009).
La méthylation de l'ADN a aussi été détectée au niveau de 20 à 30% des gènes d'Arabidopsis  
thaliana (Feng et al. 2010). Cette méthylation génique est principalement observée dans un contexte 
CG et serait associée à l'expression des gènes (Cokus et al. 2008; Lister et al. 2008). Il a été proposé 
que la transcription des gènes par l'ARN PolII recrute la méthyltransférase MET1  (Teixeira and 
Colot 2009). Les ET sont, quant à eux, méthylés dans les 3 contextes de cytosines. Leur méthylation 
serait  associée  à  leur  répression,  puisque  la  perte  de  cette  méthylation  entraîne  la  réactivation 
transcriptionnelle des ET et une augmentation de leur mobilisation (Lippman et al. 2003; Lippman 
et al. 2004).
 1.3.2 Établissement et maintenance de la méthylation de l'ADN
L'observation  qu'une  séquence  exogène  d'ARN  de  viroïde  peut  induire  la  méthylation  de 
séquences d'ADN homologues a été la première indication que des ARN étaient impliqués dans ce 
processus  (Wassenegger  et  al.  1994).  Depuis,  des études génétiques et  moléculaires ont mis en 
évidence une voie dépendante de l'ARN interférence et de la méthyltransférase de l'ADN DRM2 
pour l'établissement de la méthylation sur les séquences répétées endogènes  (Huettel et al. 2007; 
Law and Jacobsen 2010). Le modèle actuel pour la méthylation  de novo des cytosines dans les 3 
contextes reprend le modèle correspondant à la voie de siARN (fig. 1.17).
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Figure 1.17 : Modèle de l'établissement et du maintien de la méthylation de l'ADN au niveau des séquences 
répétées chez Arabidopsis. D'après Teixeira and Colot 2010.
La production de siARN par l'ARN PolIV reflète un RdDM primaire. Elle peut être amplifiée par 
un  mécanisme  ou  PolIV  transcrit  les  régions  méthylées  entraînant  la  production  de  transcrits 
aberrants copiés par RDR2 et permettant la production de nouveaux siARN primaires qui peuvent 
guider la méthylation de la région cible (Eamens, Vaistij, and Jones 2008; Herr et al. 2005; Simon 
and Meyers 2011). Ce mécanisme permettrait l'établissement et le renforcement de la méthylation 
de l'ADN. L'ARN PolV est impliquée dans un mécanisme de RdDM secondaire, qui étendrait la 
méthylation autour  des  régions  ciblées  par  le  RdDM primaire  (Daxinger  et  al.  2009;  Law and 
Jacobsen 2010). De plus, il est envisageable que les siARN primaires produits par l'ARN PolIV 
puissent agir en trans pour induire le RdDM secondaire (Simon and Meyers 2011).
Après son établissement, la méthylation de l'ADN doit être maintenue lors de la réplication de 
l'ADN (fig. 1.17). Le maintien de cette méthylation sur le brin néo-synthétisé implique l'action de 
différentes  méthyltransférases  qui  permettent  la  méthylation  des  cytosines  dans  les  différents 
contextes. La méthyltransférase MET1, homologue de Dnmt1 chez les mammifères, est impliquée 
dans la maintenance de la méthylation des cytosines dans un contexte CG. Ce mécanisme implique 
VIM1 (VARIANT IN METHYLATION 1), une protéine qui va permettre la reconnaissance des 
sites CG hémiméthylés et le recrutement de MET1 (Woo et al. 2007; Woo, Dittmer, and Richards 
2008; Law et al. 2010). Le maintien de la méthylation des cytosines dans un contexte CHG est 
principalement  réalisé  par  une  méthyltransférase  spécifique  des  plantes  appelée  CMT3 
(CHROMOMETHYLASE  3)  couplée  à  l'histone  méthyltransférase  KYP (KRYPTONITE).  Le 
chromodomaine  de la  protéine  CMT3 reconnaît  H3K9me2 et  un domaine  de  la  protéine  KYP 
reconnaît les CHG méthylés (Lindroth et al. 2004; Johnson et al. 2007). Cela permettrait une boucle 
de renforcement entre ces deux modifications. Dans le cas de la méthylation des sites CHH, la 
maintenance via un mécanisme de reconnaissance de la méthylation sur l'un des brins est exclu du 
fait de l'asymétrie. La perpétuation de la méthylation est effectuée principalement par le RdDM à 
l'aide de DRM2. Cependant, contrairement à l'activité de maintenance de MET1 qui aboutit à plus 
de 80% de méthylation à chaque site CG, l'action du RdDM au niveau des sites CHH entraîne 
rarement plus de 40% de méthylation. 
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Figure 1.18 : Schéma d'obtention des épiRIL dérivant du mutant ddm1 dans l'accession Columbia. Les barres 
grisses représentent le génome d'A.thaliana et les triangles la méthylation de l'ADN. En dehors de la mutation ddm1 
(carré  noir)  les  lignées  sauvage  et  mutante  sont  quasiment  isogéniques.  Elles  se  différencient  par  leur  état  de 
méthylation de l'ADN. La lignée sauvage est  méthylée (triangles verts) et le mutant  ddm1 hypométhylé (triangles 
rouges).  Pour  les  épiRIL,  les  points  d'interrogation  représentent  les  régions  héritées  du  parent  ddm1 permettant 
d'évaluer la stabilité de l'hypométhylation.
En plus de ces différents acteurs, la protéine DDM1 (DECREASE IN DNA METHYLATION 1), 
apparentée  aux  facteurs  de  remodelage  de  la  chromatine  dépendant  de  l'ATP  de  la  famille 
SW12/SNF2,  est  essentielle  au maintien  de la  méthylation  de l'ADN, et  ce  dans  les  différents 
contextes de cytosine  (Vongs et  al.  1993; Jeddeloh,  Stokes,  and Richards 1999; Lippman et  al. 
2004;  Teixeira  et  al.  2009).  La fonction exacte  de DDM1 reste  inconnue.  Elle  pourrait  réguler 
l'accessibilité de la chromatine aux ADN méthyltransférases ou servir à leur recrutement.
 1.3.3 Stabilité des états de méthylation de l'ADN
Chez  les  mammifères,  le  profil  de  méthylation  de  l'ADN  est  effacé  et  ré-établi  à  chaque 
génération et implique des déméthylations passives et actives suivies par une méthylation de novo 
(Reik 2007). Chez les plantes, il n'y a pas d'évidence de déméthylation globale après la fécondation 
ou pendant le développement de l'embryon (Pauline E Jullien et al. 2012). De plus, les mutants du 
RdDM ou de voies de déméthylation active présentent une méthylation CG quasiment normale au 
cours des générations  (Tran et al.  2005; X. Zhang et al.  2006; Cokus et al.  2008). A l'inverse, 
malgré  le  caractère  récessif  des  mutants ddm1,  les  hypométhylations  induites  à  certains  locus 
persistent dans des plantes F1 issues du croisement avec une plante sauvage (Kakutani et al. 1999; 
Lippman et al. 2004). Ces observations indiquent que chez les plantes les profils de méthylation 
tendent à être propagés, à l'inverse des mammifères où ils sont ré-établis à chaque génération.
Afin d'évaluer la stabilité des perturbations de la méthylation de l'ADN et leurs conséquences, 
des populations d'epiRIL (« epigenetic Recombinant Inbred Lines ») ont été générées à partir de 
mutants ddm1 ou met1 (Johannes et al. 2009; Reinders et al. 2009). Le principe de ces populations 
est  de  maximiser  la  variabilité  épigénétique  en  minimisant  les  changements  nucléotidiques. La 
population d'épiRIL issue du mutant ddm1 (fig. 1.19) est obtenue par un croisement entre le mutant 
ddm1 et une plante sauvage (WT) suivi d'un second croisement entre des plantes F1 et WT. Les 
plantes  F2  ainsi  produites  ont  été  génotypées  afin  de  sélectionner  les  individus  homozygotes 
DDM1.  Les  génotypes  et  les  épigénotypes  ont  ensuite  été  fixés  par  autofécondation pendant  6 
générations.
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Figure 1.19 : Modèle décrivant le contrôle des ET par la méthylation de l'ADN et les siARN dans différents 
types cellulaires lors de la vie végétative et lors de la reproduction. D'après Köhler, Wolff, and Spillane 2012.
 1.3.4 Mécanismes de déméthylation
En l'absence d'activité d'établissement récurrent ou de maintien de la méthylation de l'ADN, celle-ci 
est inexorablement perdue au cours des réplications. En plus de cette déméthylation dite passive, il 
existe chez les mammifères et les plantes des mécanismes enzymatiques de déméthylation. On parle 
alors de déméthylation active. La première déméthylase identifiée chez les eucaryotes l'a été chez 
Arabidopsis thaliana (Choi et al. 2002). Il s'agit d'une ADN glycosylase, DEMETER (DME), qui 
excise les cytosines méthylées et qui serait préférentiellement exprimée dans la cellule centrale du 
gamétophyte femelle et l'albumen des graines  (Choi et al.  2002; Hsieh et al. 2009). Le génome 
d'Arabidopsis  code  trois  autres  déméthylases  apparentées  à  DME  :  ROS1  (REPRESSOR  OF 
SILENCING  1)  ainsi  que  DML2  et  3  (DEMETER-LIKE 2  et  3).  Cette  déméthylation  active 
pourrait s'opposer au RdDM. De fait, bien que les mécanismes d'adressage des déméthylases aux 
locus  qu'elles  ciblent  ne soient  pas connus,  des analyses  génétiques  suggèrent  un lien avec les 
siARN  (Mosher  et  al.  2008;  Zheng  et  al.  2008;  Hsieh  et  al.  2009).  C'est  ainsi  que 
l'hyperméthylation observée dans le triple mutant  ros1dml2dml3 est généralement associée à une 
sur-accumulation de siARN de 24nt  (Penterman, Uzawa,  and Fischer 2007).  De plus,  plusieurs 
suppresseurs de l'hyperméthylation induite par la mutation ros1 sont des acteurs du RdDM (Zheng 
et al. 2007; Penterman, Uzawa, and Fischer 2007; He et al. 2009). Ces observations indiquent que, 
pour certains locus, les profils de méthylation résultent d'une action antagoniste entre le RdDM et la 
déméthylation.
 1.3.5 Régulation des ET dans les tissus reproducteurs et la graine
Chez les plantes, certaines études ont mis en évidence la diminution de la méthylation de l'ADN 
dans les gamétophytes mâle et femelle, ainsi que la graine (Slotkin et al. 2009; Hsieh et al. 2009; 
Gehring, Bubb, and Henikoff 2009). Alors que, dans les tissus végétatifs, la méthytlation des ET est 
maintenue  comme  décrit  précédemment  par  l'intermédiaire  de  MET1,  CMT3  et  du  RdDM 
(fig. 1.13),  dans  les  tissus  reproducteurs  des  déméthylations  actives  ou  passives  entraînent  des 
modifications du contrôle des ET.
Dans le gamétophyte femelle, il a été montré une augmentation de l'expression de DME1 dans la 
cellule centrale (Choi et al. 2002) ainsi qu'une répression de l'expression de MET1et CMT3 (Jullien 
et al. 2008). Il a été proposé que cette perte de méthylation stimulerait la production de siARN et le 
RdDM  (Mosher  et  al.  2009;  Mirouze  et  al.  2009;  Tsukahara  et  al.  2009).  Ces  siARN seraient 
transportés  jusqu'à  la  cellule  germinale,  où  la  méthyltransférase  de  novo DRM2 est  exprimée 
(Pauline E Jullien et al. 2012), afin de renforcer la méthylation des ET.
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Figure 1.20 : Exemple de gènes dont l'expression est régulée par la méthylation de l'ADN.  En haut, le gène 
FWA dont l'expression est  réactivée de manière constitutive dans les mutants  ddm1 et  met1 suite  à  la perte  de la 
méthylation de l'ADN d'une séquence dérivant d'un SINE localisée en amont du gène (W. J. Soppe et al. 2000; Lippman 
et al. 2004). L'expression constitutive de ce gène entraîne une floraison tardive. En bas, le locus cnr de la tomate dont 
l'hyperméthylation d'un élément COPIA situé dans la région promotrice du gène SBP entraînerait sa répression, ce qui a 
pour conséquence une perte de la maturation du fruit (Manning et al. 2006).
Au niveau du gamétophyte mâle, une déméthylation passive est observée dans le noyau végétatif 
sous l'effet d'une répression de l'expression de DDM1 couplée à une diminution de l'expression de 
certains  composants  du  RdDM et  des  méthyltransférases  CMT3  et  KYP  (Slotkin  et  al.  2009; 
Pauline E Jullien et al. 2012). En parallèle à la réactivation des ET dans le noyau végétatif, une 
accumulation massive de siARN de 21nt est observée. Le transport de ces siARN de 21nt jusqu'aux 
noyaux reproducteurs a été mis en évidence. Ces siARN pourraient aller renforcer le contrôle des 
ET dans les noyaux reproducteurs.
Ces observations suggèrent que les cellules « compagnes » des gamètes perdent leur méthylation 
de l'ADN au niveau des séquences répétées. Ceci a pour effet d'induire l'accumulation de siARN qui 
vont  être  transportés  aux  noyaux  reproducteurs.  Ces  populations  de  siARN  permettraient  un 
renforcement du contrôle des ET après la fécondation. Dans l'embryon, les siARN de 21nt apportés 
par le pollen induiraient le PTGS des ET dont la transcription est  réactivée suite à la perte de 
méthylation.  Ces  siARN de 21nt,  tout  comme les  siARN de 24nt  produits  par  le  gamétophyte 
femelle et par l'albumen, permettraient de guider la méthylation de l'ADN afin d'établir l'inhibition 
transcriptionnelle de ces ET.
 1.3.6 Impact de la méthylation de l'ADN des ET sur l'expression des gènes
De par leur  caractère mobile,  les  ET actifs  sont hautement  mutagènes.  Les ET sont  souvent 
considérés comme des « parasites » du génome car leur succès (augmentation du nombre de copies) 
a un impact négatif sur la « fitness ». Cependant, Barbara McClintock leur avait initialement donné 
le  nom  d’éléments  de  contrôle. Elle  postulait  qu’en  s’intégrant  à  proximité  des  gènes  et  en 
contrôlant  leur  expression,  ces  éléments  pouvaient  participer  à  la  régulation  du  génome  et 
promouvoir la variabilité phénotypique (McClintock 1956). Il a en effet été montré chez le riz que 
lors d'événement de transposition, les insertions d'une famille d'éléments à ADN dans la région 5' de 
certains gènes rendaient leur expression inductible en conditions de stress  (Naito et al. 2009). De 
plus, une insertion d'ET peut entraîner une régulation transcriptionnelle de l'expression des gènes à 
proximité via des changements de la chromatine. Certains gènes sont en effet réactivés suite à une 
diminution  de  la  méthylation  de  l'ADN  d'ET  à  proximité,  avec  parfois  des  conséquences 
phénotypiques importantes (fig. 1.20). Il a été montré que l'expression des gènes était négativement 
corrélée avec la densité en ET à proximité lorsque ceux-ci sont méthylés (Hollister and Gaut 2009). 
Cette méthylation de l'ADN aurait pour conséquence une contre-sélection des ET à proximité des 
gènes. De plus, une étude comparative entre  Arabidopsis thaliana et  Arabidopsis lyrata a mis en 
évidence que les ET accumulant des siARN avaient aussi un impact négatif sur l'expression des 
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gènes situés à proximité (Hollister et al. 2011). 
L'impact de la méthylation de l'ADN des séquences répétées sur l'expression des gènes adjacents 
serait à l'origine de l'expression allélique parent-spécifique de certains gènes. Chez Arabidopsis, 12 
gènes sont connus pour être soumis à ce type de régulation appelée empreinte parentale (Jullien and 
Berger 2009; Tarutani and Takayama 2011). L'analyse de la méthylation de l'ADN et de l'expression 
des gènes dans l'albumen et l'embryon semble indiquer que, chez les plantes, l'empreinte parentale 
aurait  évolué à  partir  d'ET ciblés par  la méthylation de l'ADN et insérés à  proximité de gènes 
(Kinoshita et al. 2004; Hsieh et al. 2009; Gehring, Bubb, and Henikoff 2009). En effet, certains 
gènes soumis à l'empreinte parentale sont exprimés dans l'albumen, qui présente une déméthylation 
active de l'ADN, mais ne sont pas exprimés dans le reste de la plante.
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Figure 1.21 : Description de la technique de MeDIP-Chip
Figure 1.22: Distribution du ratio d'intensité IP/INPUT après analyse HMM de données MeDIP-chip.
No
m
br
e 
de
 s
on
de
s
No
m
br
e 
de
 s
on
de
s
Log2 ratio (IP/INPUT)
Non méthylé
Intermédiaire
Méthylé
 1.4 Analyse de données génomiques et épigénomiques  
Après cette introduction biologique, je présente ici certaines technologies utilisées pour l'analyse 
de  données  génomiques  et  épigénomiques  dont  la  plupart  ont  été  appliquées  pour  générer  les 
données utilisées durant mon travail de thèse.
 1.4.1 Les puces à ADN
L'hybridation sur puce est une technique qui s'est généralisée dans les années 1990 et qui est 
encore communément utilisée du fait de ses nombreuses applications en génomique et de son faible 
coût par rapport au séquençage à haut débit. Cette approche est appliquée en routine au sein du 
laboratoire  pour  obtenir  et  comparer  des  données  d'expression  et  pour  la  réalisation  de  cartes 
épigénomiques (Roudier et al. 2011). 
L'approche repose en général sur le marquage différentiel de deux échantillons à l'aide de deux 
fluorochromes ayant des longueurs d'ondes d'émission différentes, suivi de l'hybridation sur une 
puce  sur  laquelle  sont  préalablement  fixées  des  sondes  d'ADN  correspondant  à  des  régions 
génomiques prédéfinies (régions géniques par exemple). Une catégorie de microarray est appelée 
« tiling array » ; dans ce cas les sondes couvrent l'intégralité du génome de manière chevauchante 
ou non. Le laboratoire dispose d'une puce Nimblegen de ce type. La puce contient 711 320 sondes 
réparties le long du génome d'Arabidopsis thaliana. Les sondes sont de taille variable (50-75nt) et 
ont  été  définies  dans  des  fenêtres  consécutives  de  165nt  pour  avoir  un  taux  de  GC  et  une 
température  d'hybridation  la  plus  homogène  possible.  Bien  que  permettant  d'obtenir  des 
informations  pour  l'intégralité  du  génome,  l'étude  des  séquences  répétées  est  cependant  rendue 
complexe  à  cause  des  phénomènes  d'hybridation  croisée  qui  induisent  une  incertitude  quant  à 
l'origine du signal.
Pour l'analyse de la méthylation de l'ADN, dont certaines données ont été analysées au cours de 
ma thèse, le principe repose sur l'hybridation de l'ADN total et de la fraction immunoprécipitée à 
l'aide  d'un  anticorps  qui  reconnait  spécifiquement  les  cytosines  méthylées  (fig. 1.21).  La 
comparaison  des  valeurs  d'intensité  obtenues  après  hybridation  va  permettre  de  déterminer  les 
régions méthylées du génome (fig. 1.22 ; Cortijo et al 2012).
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Figure 1.23 : Evolution des méthodes de séquençage à haut débit. Evolution de la quantité de données produites 
par les méthodes de séquençage à haut débit au cours du temps (d'après Shokralla et al. 2012). Evolution estimée du 
coût du séquençage au cours du temps pour 1 mégabase (d'après Delseny, Han, and Hsing 2010)
Figure 1.24 : Enchaînement des étapes appliquées pour le séquençage à haut débit. D'après Zhou et al. 2010.
 1.4.2 Le séquençage à haut débit
Pendant longtemps, le séquençage reposait principalement sur la technique de Sanger  (Sanger, 
Nicklen, and Coulson 1992), basée sur la synthèse enzymatique du brin complémentaire de l'ADN à 
séquencer  à  l'aide  d'une ADN polymérase  et  l'utilisation  de  didésoxyribonucléotides  (un  atome 
d'hydrogène remplace le groupement OH sur le carbone 3' du ribose). Ces ddNTP vont servir de 
terminateur de chaîne. Ils peuvent être marqués avec des fluorophores, ce qui permet de détecter les 
fragments d'ADN synthétisés et de connaître le nucléotide incorporé de manière automatique. De 
nouvelles  technologies  ont  été  développées  au  début  des  années  2000.  Ces  méthodes  sont 
communément  appelées  séquençage  de  nouvelle  génération  (NGS,  « Next-Generation 
Sequencing ») ou séquençage à haut-débit (HTS, « High-Troughtput Sequencing »).
Aujourd'hui,  la  plupart  des  opérations  de  séquençage  sont  réalisées  à  partir  de  plateformes 
nouvelle génération. Trois plateformes commerciales sont actuellement majoritaires : le Roche 454 
Genome  Sequencer,  l'Illumina  Genome  Analyzer  et  le  Life  Technologies  SOLID  System.  La 
commercialisation de ces plateformes a eu lieu au milieu des années 2000 et a entraîné l'explosion 
de la quantité de données générées tant génomiques que transcriptomiques. Ces technologies se sont 
améliorées au cours des années et permettent de séquencer plusieurs millions de séquences en très 
peu de temps et ce à des coûts faibles. (fig. 1.23) D'autres types de plateformes ont été mises en 
place récemment (PacBio ou HeliScope par exemple), mais ne seront pas décrites ici.
Les technologies Roche 454, Illumina et SOLiD ont chacune leurs particularités mais suivent des 
étapes similaires (fig. 1.24). 
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Figure 1.25 : Description du séquençage de type 454. D'après Zhou et al. 2010.
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 1.4.2.1 Roche 454  
Cette plateforme a été la première à être développée pour le séquençage à haut débit (Margulies 
et al. 2005) et repose sur la détection du pyrophosphate après chaque incorporation de nucléotide 
(fig.1.25). L'ADN est  d'abord fragmenté puis deux adaptateurs (A et  B) sont attachés à chaque 
extrémité  à  l'aide  d'une  ADN  ligase.  Ces  adaptateurs  vont  servir  de  site  d'amorcage  pour 
l'amplification et le séquençage. Les molécules simple brin sont appariées à des microbilles dont la 
surface  contient  une  séquence  complémentaire  à  l'adaptateur  B.  L'utilisation  de  dilutions 
appropriées permet  d'obtenir  un fragment  par  microbille.  Les microbilles sont ensuite mises en 
émulsion en présence des réactifs pour PCR. Chaque goutte de l'émulsion (micro-réacteur) contient 
une microbille. Après l'amplification clonale des molécules d'ADN, les microbilles sont déposées 
sur une plaque contenant des puits d'un diamètre assurant la présence d'une seule bille par puits. Le 
séquençage peut donc se faire simultanément dans les différents puits. Le séquençage utilisé ici est 
un séquençage par synthèse basé sur la libération du pyrophosphate.  Il  permet  la révélation en 
temps réel de la polymérisation, les nucléotides étant ajoutés les uns après les autres à partir d'une 
amorce complémentaire à l'adaptateur A. Le nucléotide incorporé par la polymérase va libérer un 
pyrophosphate  en  présence  d'APS  (adénosine  5'  phosphosulfate).  Sous  l'action  d'une 
ATPsulfurylase, celui-ci est alors transformé en ATP. Cet ATP est ensuite utilisé par une luciférase 
qui  catalyse la  transformation de Luciférine en Oxyluciférine et  un signal  lumineux.  Ce signal 
lumineux, proportionnel à la quantité de nucléotides incorporés, permet de connaître la séquence du 
brin en cours de synthèse.
Cette technologie a l'avantage de produire des lectures plus longues que les autres technologies 
(environ 500 nucléotides). Elle a cependant l'inconvénient de faire souvent des erreurs pour les 
séquences contenant des répétitions de mononucléotides (Rothberg and Leamon 2008).
 1.4.2.2 Illumina (Solexa) Genome Analyser  
Commercialisé en 2006, la plateforme de séquençage Illumina se base sur un séquençage par 
synthèse utilisant des terminateurs de chaine réversibles. Les fragments d'ADN ont des adaptateurs 
fixés à chaque extrémité et sont, après dénaturation, fixés sur une puce à partir d'une extrémité. 
Chaque  fragment  immobilisé  va  créer  une  structure  en  « pont »  par  complémentarité  entre 
l'extrémité libre et un adaptateur fixé sur la puce (Fedurco et al. 2006). Ces adaptateurs vont aussi 
servir  d'amorces  pour  l'amplification  clonale  de  chaque  fragment  par  PCR.  Le  séquençage  est 
ensuite réalisé. Chaque nucléotide est marqué par un fluorophore qui émet un signal lumineux d'une 
longueur d'onde spécifique, détecté à l'aide d'un microscope confocal après excitation laser.
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Figure 1.27 : Description du séquençage de type Solid. D'après Metzker 2010.
Figure 1.26 : Description du séquençage de type Illumina. D'après Mardis 2008.
Préparation des  
échantillons  d'ADN
Fixation sur plaque Amplification Dénaturation des
molécules  doubles  brin
Ajout de nucléotides  marqués et détection de la 
longueur d'onde après  excitation par un laser
Chaque  cycle  comprend  trois  étapes  :  l'incorporation  du  nucléotide  marqué,  la  détection  du 
nucléotide incorporé par son signal fluorescent puis la dé-protection par photoclivage qui restaure le 
groupement fonctionnel 3' OH.
Un des avantages de cette technologie est la quantité de données générées (la dernière version du 
séquenceur produit environ 1,5Gb par séquençage). Cependant, cette technique produit des lectures 
courtes d'environ 50 à 100 nucléotides. De nouvelles versions du séquenceur (GA IIX, HiSeq200) 
ont  été  commercialisées.  Elles permettent  d'augmenter  la  quantité  et  la  longueur  des séquences 
produites.
 1.4.2.3 Life Technologie SOLiD  
Cette plateforme de séquençage utilise la ligation de l'ADN plutôt que la polymérisation. La 
technique appliquée ici est appelée « two bases encoding ». De la même manière que la technologie 
454, cette technologie fixe les fragments d'ADN sur des micro-billes à l'aide d'adaptateurs et réalise 
l'amplification clonale en mettant les micro-billes en émulsion en présence des réactifs pour PCR. 
Les micro-billes sont ensuite déposées sur une plaque pour le séquençage, dont la première étape 
consiste à hybrider une amorce sur l'adaptateur. Ensuite des octamères d'oligonucléotides, marqués 
à l'aide de quatre fluorophores, sont mis en présence de l'ADN. L'un d'entre eux va être fixé à 
l'amorce de séquençage à l'aide d'une ADN ligase. Les 4e et 5e nucléotides de ces octamères sont 
caractérisés par un des quatre fluorophores. Après détection de la fluorescence, les bases 4 et 5 de la 
séquence sont déterminées. Les octamères fixés sont coupés après le 5e nucléotide, ce qui retire le 
fluorochrome, puis le cycle est reproduit permettant de déterminer les bases 9 et 10 de la séquence 
puis  les  bases  14 et  15.  Le même processus  de séquençage est  ensuite  réalisé  en utilisant  une 
amorce de séquençage plus courte d'un nucléotide. Cela permettra d'identifier les bases 3 et 4, 8 et 9 
, 13 et 14. L'utilisation d'une amorce plus courte se fera jusqu'à déterminer le 1er nucléotide de 
l'adaptateur.
Cette technologie permet de produire des lectures d'environ 50 nucléotides dont chaque base est 
déterminée à l'aide de deux fluorophores,  ce qui permet de réduire le taux d'erreurs. Le fichier 
obtenu après séquençage sera de type csfasta où la séquence sera encodée en « color space », c'est-
à-dire à l'aide de 4 entiers correspondants aux différents dinucléotides. Le premier nucléotide sera 
utilisé pour connaître les suivants.
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Figure 1.28 : Description de la construction de banques d'ADNc de petits ARN. D'après (Hafner et al. 2008)
 1.4.2.4 Séquençage à haut débit de petits ARN  
La séquençage à haut débit a permis de révolutionner l'étude des petits ARN. Précédemment, les 
méthodes d'analyse étaient principalement basées sur la prédiction, le northern-blot, l'hybridation 
sur puce et le séquençage de type Sanger. Ces méthodes impliquaient souvent de travailler à partir 
d'une courte liste de petits ARN et de les tester spécifiquement. Désormais, il est possible d'obtenir 
des dizaines de millions de lectures de petits ARN en un seul séquençage. Avant le séquençage, il 
est  nécessaire d'extraire,  de purifier  et  d'amplifier  les séquences de petits  ARN. Cette étape est 
réalisée en attachant aux extrémités 5'-phosphate et 3'-OH des ARN des adaptateurs à l'aide d'ARN 
ligase (fig. 1.28). L'utilisation d'amorces d'amplification contenant un motif de quelques nucléotides 
spécifiques est parfois utilisée afin de regrouper plusieurs banques lors d'un même séquençage.
 1.4.3  Identification des ET in silico
L'identification des séquences d'ET s'est généralisée avec l'augmentation du nombre de génomes 
séquencés.  Cette  identification  pose  des  difficultés  récurrentes  en  algorithmique  et  en 
bioinformatique. Il est en particulier difficile de localiser précisément les bordures de ce type de 
séquence, du fait de l'accumulation de mutations ou de réarrangements. De plus certains ET ont la 
caractéristique de s'insérer dans d'autres copies de la même famille (phénomène de « homing ») 
(Taillebourg and Dura 1999). Les séquences d'ET sont donc généralement fragmentées, divergentes 
et correspondent à des mosaïques de copies, ce qui les rend difficiles à détecter par des approches 
classiques de recherche de similarités. Il convient de séparer la découverte de séquences d'ET de 
leur annotation sensu stricto. 
Différentes approches ont été mises en place pour la découverte d'ET dans les génomes.  La 
première consiste en l'identification  de novo qui vise à découvrir de nouveaux ET en recherchant 
des répétitions intrinsèques d'éléments mobiles dans les séquences génomiques. Cette recherche se 
fait,  sans  information  préalable  de  structure  ou  de  similarité,  en  recherchant  des  groupes  de 
séquences  similaires  à  différents  endroits  du  génome.  Pour  cela,  une  première  méthode vise  à 
aligner la séquence génomique contre elle-même à l'aide de programmes tels que RECON (Bao and 
Eddy  2002), PILER  (Edgar  and  Myers  2005) ou  BLASTER  (Quesneville,  Nouaud,  and 
Anxolabéhère 2003). Une autre méthode basée sur la recherche de k-mer (répétitions de motifs de k 
nucléotides), est implémentée dans Repseek (Achaz et al. 2007). Toutefois, ces méthodes ne sont 
pas spécifiques des ET et conduisent à l'identification de toutes sortes de répétitions en complément 
des séquences d'ET (répétitions en tandem, duplications, séquences satellites, ...). Un autre type 
d'approche est basé sur la recherche de similarités avec les séquences codantes des ET et ne peut 
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Figure 1.29 : Pipeline TEannot utilisé pour l'annotation des ET dans les génomes. Ce pipeline a été appliqué au 
génome d'Arabidopsis thaliana pour générer les données utilisées dans ce manuscrit. La bibliothèque de séquences 
utilisées  combine,  en  plus  des  séquences  consensus,  différents  jeux  de  données  qui  cherchent  à  optimiser  les 
caractéristiques de longueur ou de potentiel codant des séquences de référence (Buisine, Quesneville, and Colot 2008). 
Adapté d'après http://urgi.versailles.inra.fr/Tools/REPET
donc pas être appliqué aux classes d'ET non autonomes composés de séquences non codantes (SINE 
ou MITE par exemple).
Cela peut être compensé par des méthodes basées sur la recherche de structures ou de motifs 
d'ET, implémentées dans des programmes tels que SINEfinder (Wenke et al. 2011) ou LTRharvester 
(Ellinghaus,  Kurtz,  and Willhoeft  2008). Cependant,  cette démarche nécessite la construction et 
l'implémentation de modèles pour chaque type d'ET. Enfin, une approche plus récente utilise la 
génomique  comparative  et  se  base  sur  le  fait  que  les  événements  de  transposition  créent  des 
insertions détectables par alignement multiple de génomes complets (Caspi and Pachter 2006).
L'annotation des ET dans les génomes (fig. 1.29) requiert  une plus grande sensibilité que les 
méthodes d'identification (Quesneville et al. 2005). La première étape consiste en la création d'une 
bibliothèque de séquences d'ET produites par les méthodes d'identification présentées ci-dessus ou 
présentes  dans  les  bases  de données  comme RepBase  Update  (Jurka  2000).  Cette  bibliothèque 
contient un jeu de séquences consensus qui serviront de séquences de référence pour chaque famille 
d'ET. L'utilisation combinée de programmes d'alignement dédiés à l'identification des répétitions 
comme  RepeatMasker,  CENSOR  (Jurka  et  al.  1996) et  Blaster  (Quesneville,  Nouaud,  and 
Anxolabéhère  2003) va  permettre  d'identifier  les  régions  ayant  une  bonne  similarité  avec  les 
séquences de référence. En parallèle les répétitions simples et les répétitions en tandem sont aussi 
identifiées  à  l'aide  de  TandemRepeatFinder  (Benson  1999) et MREPS  (Kolpakov,  Bana,  and 
Kucherov 2003) et serviront à filtrer les résultats obtenus lors de l'alignement des séquences d'ET. 
Enfin, une procédure est appliquée afin de regrouper les fragments d'ET correspondant à une même 
séquence. La bibliothèque de séquences consensus peut être optimisée par la correction de codon 
stop ou de décalage de phase. Cela multiplie le nombre de séquences de référence mais permet 
d'optimiser la détection (Buisine, Quesneville, and Colot 2008).
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Figure 1.30 : Modèle du contrôle de la méthylation de l'ADN au niveau des ET. Le niveau de méthylation des 
cytosines  est  indiqué  par  des  barres  verticales  (rouge  :  CG  ;  bleu  :  CHG  ;  vert  :  CHH).  Les  séquences  sont 
potentiellement  transcrites  après  la  perte  de  méthylation.  Dans  un  souci  de  simplicité,  la  progressivité  de  la 
restauration de la méthylation de l'ADN n'est pas représentée. D'après Teixeira et al. 2009
Figure 1.31 : Annotation des petits ARN de banques 454 WT et ddm1. (A)  Annotation des lectures de 21nt et de 
24nt alignées sur le génome d'Arabidopsis thaliana. (B) Annotation de siARN de 21nt correspondant au ET. 
A.
B.
 1.5 Objectifs et organisation de la thèse  
Au début de ma thèse,  j'ai  participé à une étude qui a mis en évidence que les siARN sont 
impliqués dans la restauration progressive de la méthylation de l'ADN après une perte induite par la 
mutation ddm1 (Annexe 1 ; Teixeira et al. 2009). Cette analyse, conduite sur quelque locus, montre 
que l'hypométhylation observée dans ddm1 est réversible lorsque les ET sont associés à des siARN 
aussi bien chez le WT que dans le mutant  ddm1. Le rôle des siARN dans le rétablissement de la 
méthylation de l'ADN a été confirmé par l'absence de reméthylation pour des plantes issues d'un 
croisement entre un double mutant  ddm1rdr2  et le sauvage, et qui possèdent la fonction DDM1 
mais restant mutantes pour  RDR2. Ces résultats nous ont permis de proposer un modèle pour le 
contrôle de la méthylation de l'ADN au niveau des éléments répétés (fig. 1.30). De plus, l'analyse de 
banques 454 de petits ARN a montré que l'impact majeur de la mutation ddm1 sur les populations 
de  siARN est  une  accumulation  massive  de  siARN de  21nt  au  niveau  d'ET de  type  ATHILA 
(fig. 1.31). Ces travaux sur le mutant  ddm1, dont la perte de méthylation de l'ADN reflète à un 
certain  niveau  celle  observée  dans  le  pollen  (Slotkin  et  al.  2009),  ont  été  l'initiateur  des 
problématiques auxquelles j'ai cherché à répondre.
Dans un premier temps, j'ai cherché à déterminer les facteurs pouvant expliquer les différences 
d'abondance en siARN observées au niveau des ET dans un contexte sauvage. J'ai donc cherché à 
caractériser,  à  l'échelle  génomique,  l'association entre  les  siARN et  les  ET.  De plus,  j'ai  voulu 
identifier si les ET présentant des différences d'accumulation de siARN avaient un impact différent 
sur  les  gènes  situés  à  proximité.  Ces  analyses  ont  été  réalisées  en  tenant  compte  de  l'état  de 
méthylation de l'ADN et du contexte génomique des ET. Les résultats  de cette vue statique du 
contrôle des ET par les siARN dans un contexte sauvage sont regroupés dans le chapitre 3. Une 
partie de ces résultats a donné lieu à une publication, dont je suis co-auteur, dans Nucleic Acids 
Research.
Dans un deuxième temps, j'ai voulu mieux caractériser l'impact de la perte de méthylation de 
l'ADN  sur  les  populations  de  siARN et  notamment  définir  les  mécanismes  impliqués  dans  la 
production des siARN de 21nt induite dans le mutant ddm1. Dans ce but, j'ai analysé des données 
de séquençage à haut débit de banques de petits ARN générées pour les mutants ddm1, ddm1rdr2 et 
ddm1rdr6 et les résultats ont été croisés avec des données de méthylation de l'ADN obtenues par 
meDIP-chip. Ces analyses comparatives du contrôle des ET lors d'une perte de la méthylation de 
l'ADN ont permis de proposer un modèle permettant d'expliquer la production de siARN de 21nt 
dans le mutant ddm1 et sont présentées dans le chapitre 4.
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Dans un dernier temps, afin de mieux définir l'implication des siARN dans la restauration des 
états  de  méthylation  de  l'ADN,  j'ai  voulu  caractériser  les  variations  de  méthylation  de  l'ADN 
induites par la mutation  ddm1 et la stabilité transgénérationnelle de ces variations au sein d'une 
population d'epiRIL. La stabilité de l'hypométhylation de l'ADN a ensuite été étudiée au regard de 
données de séquençage à haut débit de banques de petits ARN générées pour des plantules WT, 
ddm1 ainsi  que  pour  4  lignées  epiRIL.  Les  résultats  de  cette  partie,  qui  apportent  une  notion 
temporelle à l'étude du contrôle des ET par les siARN, sont regroupés dans le chapitre 5 et sont 
repris pour certains dans une publication acceptée à PNAS et dont je suis co-auteur.
Les différentes analyses menées au cours de ma thèse impliquent de nombreuses données de 
séquençage à haut débit de banques de petits ARN. Le développement de méthodes et d'outils a 
donc été nécessaire afin d'appréhender ce type de données et de réaliser des études focalisées sur les 
éléments transposables qui sont des séquences répétées. Ces méthodes et outils sont présentés dans 
le chapitre 2 ainsi que dans une publication acceptée à Bioinformatics et dont je suis co-auteur.
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 2 Méthodes et outils pour l'analyse de données de séquençage à   
haut-débit de siARN d'  Arabidopsis thaliana  
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 2.1 Introduction  
Les nouvelles technologies de séquençage facilitent la détection et l'analyse de molécules d'ARN 
de petite taille. En effet, ces techniques produisent des lectures courtes (15-100nt) en très grande 
quantité. Le clonage et le séquençage sont donc devenus des méthodes de choix pour l'étude des 
petits  ARN  et  pour  les  régulations  qu'ils  induisent  car  ces  méthodes  permettent  d'obtenir de 
plusieurs dizaines de milliers à plusieurs dizaines de millions de séquences de petits ARN à partir 
d'une  seule  banque.  Ces  données  peuvent  donc  être  utilisées  afin  de  préciser  les  mécanismes 
permettant de contrôler l'expression des éléments transposables (ET) via les siARN. Si plusieurs 
siARN sont produits à partir d'un ARN double brin provenant du même transposon, ils doivent 
pouvoir être alignés en retour sur cette séquence. Selon le type et l'abondance de ces siARN, cela 
indiquera que cette séquence répétée est potentiellement ciblée par la machinerie du RdDM (RNA 
directed DNA Methylation).
Depuis le début de ma thèse, des données de petits ARN, issues de 3 plateformes de séquençage 
(Roche 454, Illumina et SOLID) , ont été générées au sein de l'équipe afin d'étudier leur rôle dans la 
régulation des ET. Il a fallu développer des méthodes et des outils permettant de gérer, d'analyser et 
de visualiser ce type de données. La première partie de mon travail de thèse a donc consisté en la 
mise au point  de tels  outils.  En effet,  la  majorité des outils  existants  a été développée pour la 
détection  et  l'analyse  des  microARN  (Friedländer  et  al.  2008;  Wang  et  al.  2009) ou  pour 
l'identification  de  locus   non-annotés  producteurs  de  siARN  (Moxon  et  al.  2008;  MacLean, 
Moulton, and Studholme 2010). De plus, l'étude de la régulation des ET par les siARN est rendue 
difficile par leur caractère répété. Les outils habituels tendent à masquer ce type de séquences ou à 
ignorer les lectures pouvant s'aligner plusieurs fois sur le génome.
Les technologies étant en constante évolution, la quantité de données produites augmente à un 
rythme important (Mardis 2011). Les outils que j'ai développés ont été mis en place en se basant sur 
des banques de 50 000 à 100 000 lectures issues de séquençage 454 puis ont été appliqués à des 
banques Illumina de 1, 10 puis 70 millions de lectures. L'objectif était la conception de méthodes 
génériques regroupées de manière modulaire afin de permettre la gestion de données issues des 
différentes plateformes.
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Figure  2.1 : Amorces d'amplification et « multiplexing ».  (A) représentation schématique de ce qui est attendu 
dans  les  lectures  après  séquençage.  La  taille  attendue  de  l'ensemble  est  de  64  à  97  nucléotides  (B) Exemple  de 
séquences d'adaptateurs utilisées pour regrouper plusieurs échantillons au sein d'un même séquençage 454. Seuls les 
caractères en capitales ont été recherchés dans les lectures.
Primer 5’
1 ­ caggCATCGGAATTCCTCACTAAA
2 ­ caggATCCGGAATTCCTCACTAAA
3 ­ cagtGCACGGAATTCCTCACTAAA
4 ­ cagtAGCCGGAATTCCTCACTAAA
5 ­ cagtGACCGGAATTCCTCACTAAA
6 ­ cagtACGCGGAATTCCTCACTAAA
Primer 3’
1’ ­ gaccGTATGGAATTCGCGGTTAAA
2’ ­ gaccTAGTGGAATTCGCGGTTAAA
3’ ­ gacaCGTTGGAATTCGCGGTTAAA
4’ ­ gacaTCGTGGAATTCGCGGTTAAA
5’ ­ gacaCTGTGGAATTCGCGGTTAAA
6’ ­ gactAGCTGGAATTCGCGGTTAAA
Motifs de 4 nucleotides spécifiques
 à chaque librairie
Séquence d'intéret
15 nt < insert < 50 nt
A.
B.
Figure  2.2 :  Tailles des lectures  après  séquençage.  (A) Distribution de la longueur des lectures (n=297 119) 
obtenues  par  séquençage  de type  454.  Environ  86% des  lectures  ont  une  longueur  proche  de  celle  attendue.  (B) 
Exemple de lecture ayant une longueur supérieure à la taille attendue et présentant une concaténation de molécules 
amorce 5 - ADNc - amorce 3'
(~14%)
~86%
A.
B.
Lecture (dimère)
Amorce 3' (echantillon2) Amorce 5' 
(inverse ; echantillon2)
Amorce 5' 
(echantillon5)
Amorce 3' 
(inverse ; echantillon x)
 2.2 Résultats  
 2.2.1 Pipeline pour l'analyse de données sRNA-seq chez Arabidopsis thaliana
 2.2.1.1 Extraction des séquences d'ARN et gestion du «   barcoding   »  
Afin  de  réaliser  l'amplification  des  ADNc correspondant  aux  petits  ARN,  des  amorces  sont 
ligaturées à chaque extrémité des fragments d'ADNc. Après séquençage, il convient d'identifier la 
séquence de ces amorces dans les lectures afin d'extraire la séquence des ADNc. De plus, afin de 
réduire  les  coûts  de  séquençage,  une  méthode  (« multiplex  sequencing »)  a  été  mise  en  place 
permettant de regrouper plusieurs échantillons lors d'un même séquençage. Cette technique utilise 
des amorces d'amplification contenant un motif (« barcode » ou étiquette) de quelques nucléotides 
spécifiques à chaque échantillon (Zhu et al. 2008; Knapp, Stiller, and Meyer 2012). L'identification 
de ces motifs permet ensuite d'attribuer chaque lecture à un échantillon de petits ARN. Les motifs 
font généralement 4 nucléotides et sont placés au milieu des amorces. Après séquençage, il convient 
donc de retrouver ces motifs dans les séquences afin de les attribuer à l'échantillon concerné.
L'objectif de cette étape est donc double : (1) identifier chaque échantillon en reconnaissant les 
motifs de 4 nucléotides et (2) identifier la position des amorces dans les séquences afin d'extraire les 
ADNc correspondant aux petits ARN. La recherche doit aussi être réalisée sur la séquence reverse-
complément des lectures car celles-ci ne sont pas orientées lors du séquençage (fig. 2.1).
J'ai utilisé le programme de recherche de motifs PatBank (Billoud et al. 2005) pour identifier les 
amorces dans les données issues du séquençage. Les amorces étant courtes (24 nucléotides) et les 
étiquettes permettant d'identifier  les différents  échantillons ne faisant que 4 nucléotides,  aucune 
erreur  n'a  été  autorisée  lors  de  cette  recherche.  Cette  étape  permet,  dans  un  même  temps, 
l'identification des motifs correspondant à chaque échantillon et la localisation des ADNc dans les 
lectures.
Le  programme  PatBank  a  été  appliqué  uniquement  pour  l'analyse  de  banques  issues  de 
séquençage  de  type  454  contenant  environ  300 000  lectures  correspondant  à  6  échantillons 
différents  (fig. 2.1).  La  distribution  de  la  longueur  des  lectures  est  bimodale  (fig. 2.2 A).  La 
population majoritaire (84% des lectures) correspond à des lectures ayant une longueur attendue 
(50-90  nt).  Une  seconde  population  présente  des  longueurs  plus  élevées  (supérieures  à  100 
nucléotides). Ces lectures résultent de la concaténation de deux molécules (fig. 2.2 B). Ces dimères 
ont été pris en compte afin de maximiser le nombre de séquences analysées.
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Figure  2.3 : Distribution de la longueur des lectures et séquences de petits ARN.  Proportion du nombre de 
lectures (à gauche) et du nombre de séquences (lectures distinctes, à droite) en fonction de leur taille après avoir retiré 
les amorces d'amplification. Les données correspondent à une banque de petits ARN de plantules WT (~7 millions de 
lectures) et séquencée avec la technologie Illumina.
Figure 2.4 : Représentation de la qualité des données de séquençage. (A) Exemple de lectures de petits ARN au 
format Fastq. Les lignes 1 et 3 correspondent à un identifiant unique, la ligne 2 aux nucléotides de la séquence et la 
ligne 4 à la qualité de chaque nucléotide au format ASCII.  (B) Représentation de la qualité de séquençage d'une 
banque de petits ARN (Illumina) le long des lectures à l'aide de FastQC. Le score de qualité correspond à la probabilité 
que la base identifiée soit correcte. Un score élevé indique une bonne qualité du nucléotide identifié.
@HWIEAS210R_0001:1:1:1071:17289#ATCACG/1
ACAGTACGTGAAATTGTTGAA
+HWIEAS210R_0001:1:1:1071:17289#ATCACG/1
XWXXZ_`_`W`b^bb]KPP]W
A.
B.
Pour un certain nombre de lectures, il a été observé que les séquences des amorces étaient parfois 
tronquées. La bordure des lectures ne correspond donc pas toujours avec la bordure des amorces. 
Cela est dû à un traitement des données en sortie de séquenceur qui vise à retirer des lectures les 
séquences des adaptateurs utilisées pour le séquençage (ces séquences sont ligaturées aux amorces 
utilisées pour l'amplification, cf partie 1.4.2.4). Des erreurs lors de l'identification de ces adaptateurs 
de  séquençage  entrainent  une  coupure  imparfaite  des  lectures.  La  recherche  des  amorces 
d'amplification dans les lectures a donc été faite à partir des séquences d'amorces tronquées de 4 
nucléotides (fig. 2.1 B).
Pour  les  différentes  banques  454 traitées  par  cette  méthode,  il  a  été  possible  d'identifier  les 
amorces de manière non ambigüe pour 85 à 90% des lectures. Ce type de traitement n'a cependant 
pas  été  appliqué  aux  données  Illumina,  cette  étape  étant  réalisée  directement  par  l'entreprise 
réalisant le séquençage (Fasteris).
 2.2.1.2 Évaluation de la qualité  
De la purification des ARN jusqu'au séquençage, différentes étapes peuvent avoir un impact sur 
les données (contamination, problèmes d'amplification, erreurs de séquençage, ...). L'évaluation de 
la qualité des données est importante avant de procéder aux étapes suivantes de l'analyse.
Pour les organismes dont on connaît les populations de petits ARN, la distribution du nombre de 
lectures,  et  du  nombre  de  séquences  distinctes  en  fonction  de  la  longueur  permet  d'avoir  une 
estimation  rapide  du  bon  déroulement  de  la  purification,  de  l'amplification  et  du  séquençage 
(fig. 2.3). Chez les plantes, les microARN (~20-21nt) et les siARN (~24nt) doivent représenter les 
espèces majoritaires dans un individu sauvage. Lors de l'étude du nombre de lectures, la présence de 
deux pics majeurs est donc un premier indicateur d'une bonne qualité du séquençage. De plus, les 
microARN correspondent à un petit nombre de séquences fortement exprimées. Le pic à 21nt doit 
donc diminuer lorsque l'on représente le nombre de séquences distinctes.
Pour les plateformes de séquençage Illumina et SOLID, les données obtenues sont au format 
FASTQ (fig. 2.4 A). Ce format regroupe un identifiant spécifique par lecture, la séquence de cette 
lecture et un score de qualité associé à chaque base. Ce score de qualité est codé avec un seul 
caractère  au  format  ASCII.  La  traduction  du  code  ASCII  en  valeur  numérique  permet  une 
représentation graphique de la qualité le long des lectures (fig.  2.4 B). Cela est réalisable à l'aide 
d'outils  existants  comme FASTX-Toolkit  ou FastQC.  Il  est  fréquent  d'observer  des  scores  plus 
faibles pour les 2 premiers nucléotides ainsi qu'une diminution progressive de la qualité dans la 
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Table 2.1 : Programmes pour l'alignement de données de séquençage à haut débit.
région 3' des lectures. Cela s'explique notamment par l'accumulation d'artéfacts de phases liés à la 
désynchronisation des molécules d'ADN polymérases sur les matrices. Cependant, ces diminutions 
de qualité ne deviennent importantes qu'à partir du quarantième nucléotide (Claesson et al. 2010) et 
ne doivent donc pas avoir d'impact majeur pour des données de type sRNA-seq.
Enfin, une dernière mesure de qualité des données de séquençage est réalisée après avoir aligné 
les lectures sur le génome. Une faible proportion de lectures alignées indiquera une contamination 
potentielle de la banque.
 2.2.1.3 Alignement des lectures sur le génome  
L'alignement d'un très grand nombre de lectures courtes (15-100 nucléotides) sur des génomes 
de  plusieurs  mégabases  est  l'un  des  défis  majeur  que  représente  le  séquençage  de  nouvelle 
génération en termes bioinformatiques. Lors de la commercialisation des nouvelles plateformes de 
séquençage, très peu d'outils permettaient de gérer efficacement ce type de problème. La plupart des 
équipes publiant des données de séquençage de petits ARN utilisaient BLAST pour l'alignement sur 
le génome et se focalisaient sur les alignements parfaits (Axtell et al. 2006; Qi et al. 2006; Kasschau 
et al. 2007; Mosher et al. 2008). Or ce type de programme n'est pas adapté à cette problématique, 
tant au niveau du temps d'exécution que de la quantité de mémoire nécessaire.
Depuis 2008, de nouveaux algorithmes et de nouveaux programmes ont été publiés (tab. 2.1). La 
plupart  des algorithmes d'alignement construisent des structures  auxiliaires pour la  séquence de 
référence ou pour les lectures à aligner. On peut regrouper les algorithmes en 2 groupes principaux 
en fonction du type de structures qu'ils utilisent : les algorithmes basés sur les tables de hachage et 
ceux  basés  sur  des  « tries »  (de  l'anglais  « retrieval  memory »)  des  suffixes  ou  préfixes  (aussi 
appelés arbres des suffixes/préfixes).
Pour l'alignement de données sRNA-seq, il a été décidé de se focaliser sur les lectures ayant un 
alignement parfait sur le génome. Cela a été motivé par le fait que les nouvelles technologies de 
séquençage  ont  un  faible  taux  d'erreur  pour  les  lectures  très  courtes  (Minoche,  Dohm,  and 
Himmelbauer 2011), et par le fait que les travaux sur Arabidopsis sont, pour la plupart, réalisés en 
utilisant l'accession Columbia, à partir de laquelle a été établie la séquence de référence du génome 
de cette espèce.
J'ai  choisi  d'utiliser  MUMmer  v3  (Kurtz  et  al.  2004) pour  l'alignement  de  séquences  sur  le 
génome. Ce programme implémente un arbre des suffixes compact. Les algorithmes basés sur les 
« tries » de préfixes ou suffixes visent à simplifier le problème de la recherche d'alignements 
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Figure 2.5 : Exemple de structures de type arbre des suffixes pour la chaine de caractère tata$. Le caractère $ 
permet de marquer la fin de la chaîne de caractère et d'éviter que certains suffixes ne se terminent sur un nœud de 
l'arbre. (A) Suffixes possibles pour la chaîne de caractères tata$. (B) Représentation de l'arbre des suffixes de la chaîne 
de caractère tata$.  (C) Arbre des suffixes compact de la chaîne de caractères tata$ obtenu en concaténant les nœuds 
internes n'ayant qu'une transition sortante. Les flèches en pointillés représentent des « liens suffixes » qui permettent de 
faciliter la construction de l'arbre et  de réduire l'espace mémoire utilisé par la structure en identifiant les éléments 
communs de l'arbre.
  0 1 2 3 4
0 t a t a $
1   a t a $
2     t a $
3       a $
4         $
A. B.
C.
Table 2.2 : Statistique d'alignement de banques de petits ARN.
Roche 454 (2008)
71623 176257 8467226 13315473 11210907 71028229 88055317
34440 74964 1959757 2750537 2429762 8249917 12944584
31878 76753 7267896 11665657 9850339 63798837 79402397
15545 32013 1377615 2015089 1835776 5808464 9599535
1m4.606s 1m15.680s 9m19.148s 13m3.992s 11m32.534s 40m23.051s 52m10.742s
Illumina GA-IIx (2010) Illumina Hi-Seq 2000 (2011)
Banque 1 Banque 2 Banque 3 Banque 4 Banque 5 Banque 6 Banque 7
nombre de lectures
nombres de séquences
nombre de lectures alignées
nombre de séquences alignées
temps pour l'alignement
Figure  2.6 : Temps d'alignement de banques de petits ARN avec MUMmer v3.0. Graphique représentant le 
temps de calcul de l'alignement sur le génome d'A.th en fonction du nombre de séquences pour différentes banques de 
petits ARN de plantules WT (CPU dualcore 2,9Ghz ; RAM 3Gb).
inexacts en un problème de recherche d'alignements exacts. Cela est réalisé en deux étapes : (i) 
trouver  des  matchs  exacts  et  (ii)  construire  les  alignements  inexacts  supportés  par  ces  matchs 
exacts. La recherche d'alignements exacts utilise une représentation tel qu'un arbre des suffixes, un 
tableau de suffixes ou une structure de FM-index. Ces structures indexent tous les suffixes d'une 
chaîne de caractères, ce qui facilite et accélère la recherche de motifs. Dans le cas d'un arbre des 
suffixes, chaque branche correspond à une lettre et chaque chemin de la racine de l'arbre à une 
feuille correspond à un suffixe de la chaine de caractères à indexer (fig. 2.5 B). Grâce à ce type de 
structures, la complexité en temps pour déterminer si une lecture a un alignement exact devient 
linéaire  en  fonction  de  la  longueur  de  la  lecture  et  ce  indépendamment  de  la  longueur  de  la 
séquence de référence. L'inconvénient de ces structures est l'espace mémoire qu'elles utilisent. Cela 
a  cependant  été  amélioré  par  l'implémentation  d'arbre  de  suffixes  compacts  qui  permettent  de 
réduire  la  complexité  mémoire,  notamment  en  retirant  les  nœuds  qui  ne  possèdent  qu'un  seul 
descendant ou en utilisant des « liens suffixes » (fig. 2.5 C).
MUMmer a l'avantage d'être plus rapide que d'autres programmes testés tels que BLAT (Kent 
2002) ou SeqMap (Jiang and Wong 2008).  De plus, il rapporte toutes les positions possibles pour 
une séquence même dans le cas de séquences hautement répétées. Lors des tests que j'ai appliqués, 
certains programmes, dont SOAP (R. Li et al. 2008) et SHRiMP (Rumble et al. 2009), échouaient à 
localiser toutes les positions de certaines lectures dans les séquences hautement répétées. Or pour 
l'étude  des  petits  ARN  associés  aux  éléments  répétés  du  génome,  cette  information  a  une 
importance particulière, même si le petit ARN ne peut pas être attribué sans ambiguïté à une région 
précise du génome. J'ai préféré être exhaustif lors du décompte des positions génomiques et utiliser 
l'information de répétition ultérieurement, lors de l'étape de normalisation.
Avant l'alignement, il est possible de réduire la taille de la population en regroupant les lectures 
ayant  la  même séquence.  L'alignement  est  donc  réalisé  sur  les  séquences  distinctes.  MUMmer 
permet d'aligner 2 millions de séquences sur les génomes nucléaire et cytoplasmique d'Arabidopsis 
en ~10 minutes sur une machine avec des performances moyennes (tab. 2.2). Ce temps d'alignement 
augmente lors du traitement de banques regroupant ~70 millions de lectures correspondant à ~13 
millions de séquences (~50 minutes pour l'alignement). Cette augmentation est linéaire (fig. 2.6) et 
reste raisonnable pour la quantité de données traitées.  Dans le cas du séquençage 454, moins de 
50% des lectures ont été alignées sur le génome. Des contaminations lors de la fabrication des 
banques sont majoritairement responsables de cette faible proportion. Cela s'explique aussi par le 
taux d'erreurs de séquençage élevé que produit cette technologie au niveau des répétitions de mono-
nucléotides. La proportion de lectures alignées est augmentée pour les données Illumina (85-90%). 
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Figure 2.7 : Méthode appliquée pour la comparaison de positions génomiques. (A) Représentation schématique 
de  positions  d'annotations  (liste  1)  et  de  positions  de  petits  ARN  (liste  2).  Les  éléments  de  chaque  liste  sont 
préalablement  triés  en  fonction  de  leurs  positions.  (B) Comparaisons  réalisées  entre  les  deux  listes  de  positions 
génomiques. Les flèches horizontales représentent les éléments de la liste 2 chevauchant le début d'un élément de la liste 
1 et qui sont utilisés pour réduire le nombre de comparaisons.
A.
B.
Table 2.3 : Ordre de priorités utilisé pour l'annotation séquentielle. 
type
tRNA 1 TAIR8
2 TAIR8
3 TAIR8
4 TAIR8
5
TE 6
7 TAIR8
gene 8 TAIR8
Repeat 9 Repeat Masker
10 Tandem Repeat Finder
priorité d'annotation référence
rRNA
snoRNA
snRNA
miRNA miRBase (v13 ; juin 2009)
Buisine et. al. 2008
pseudogene
TandemRepeat
Figure 2.8 : Temps pour l'annotation de banques de petits ARN. Graphique représentant la durée d'annotation en 
fonction du nombre de positions génomiques à analyser. Environ 150 000 données d'annotations sont utilisées. 
 2.2.1.4 Annotation des petits ARN  
Après  l'alignement  sur  le  génome  des  lectures  sRNA-seq,  il  convient  de  leur  attribuer  une 
annotation permettant de savoir à quel type de région génomique elles correspondent. Cette étape 
peut être réalisée en ré-alignant les lectures contre des bases de données regroupant les différentes 
annotations. Cela a l'inconvénient de multiplier les étapes d'alignement par le nombre de bases de 
données  d'annotation.  Nous  avons  donc  décidé  de  simplifier  cette  étape  en  effectuant  une 
comparaison  de  positions  génomiques  entre  différentes  banques  d'annotation  et  les  petits  ARN 
alignés sur le génome. Ce problème de comparaison de positions entre deux listes peut sembler 
trivial. Cependant le temps d'exécution est important lorsque l'on doit appliquer cette comparaison 
entre plusieurs millions de positions de petits ARN de tailles variées et plusieurs dizaines de milliers 
de positions d'annotations.
Néanmoins, il n'est pas nécessaire de comparer tous les éléments de chaque liste. Il est possible 
de réduire  le  nombre de comparaisons et  ainsi  le temps d'exécution.  Dans l'algorithme que j'ai 
développé, cette réduction du nombre de comparaisons est réalisée de deux manières. (i) Grâce à un 
tri des deux listes en fonction de leur position génomique. Cela permet, pour chaque élément de la 
liste 1, d'arrêter la comparaison dès que l'on identifie un élément de la liste 2 situé après l'élément 
étudié (tous les autres éléments de la liste 2 seront aussi  situés après). (ii)  En « marquant » les 
éléments de la liste 2 qui chevauchent le début d'un élément de la liste 1. Cela permet de progresser 
de manière synchrone dans les deux listes et ainsi d'éviter des comparaisons entre des éléments 
placés en début de liste 2 et les éléments situés en milieu de la liste 1. Plus la liste 2 (positions de 
petits ARN) est importante, plus cette méthode réduira le nombre de comparaisons (fig. 2.7). Cela 
permet d'éviter la création d'index (structure de type B-tree par exemple), la nécessité d'une base de 
données (Alekseyenko and Lee 2007), ou la séparation des données en « bins » (Kent et al. 2002), 
tout en gérant correctement les segments inclus les uns dans les autres. Dans le cas où un petit ARN 
a une position génomique correspondant à plusieurs annotations, ou peut être aligné à plusieurs 
positions correspondant à différentes annotations, l'une d'entre elles lui  est  attribuée de manière 
séquentielle et selon un ordre de priorité pré-établi (tab. 2.3).
La comparaison de 5 millions de positions (correspondant à environ 7 millions de lectures de 
petits ARN) contre plus de 150 000 annotations différentes est réalisée en ~5 minutes. Cependant, le 
temps d'exécution augmente de manière importante pour les banques avec plus de 20 millions de 
positions  génomiques  (fig.  2.8).  En  effet,  le  temps  pris  pour  le  tri  augmente  de  manière 
logarithmique en fonction du nombre d'éléments.
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Figure  2.9 :  Longueur et  annotation de petits  ARN d'Arabidopsis.  Distribution de la  longueur des  lectures 
(n=7 267 896) et  des  séquences  (n=1 377 615) annotées  pour une banque de petits  ARN issus  de plantules  WT et 
séquencés par Illumina.
Figure 2.10 : Visualisation de petits ARN sur le génome. (A) Légendes des informations représentées pour les 
séquences  de  petits  ARN. (B) Représentation  à  large  échelle  (en  haut)  puis  à  faible  échelle  (en  bas)  d'un  rétro-
transposon riche en siARN (à gauche) et d'un gène de microARN (à droite)
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La  distribution  de  la  taille  des  lectures  annotées (fig.  2.9)  indique  que  les  populations 
majoritaires  correspondent  bien  aux  gènes  de  microARN et  aux  ET avec  des  pics  à  21  et  24 
nucléotides respectivement. Les séquences correspondant aux ARN ribosomiques ne présentent pas 
d'enrichissement en une taille donnée, de même pour les lectures correspondant à des séquences 
répétées identifiées par RepeatMasker mais non annotées comme ET. De plus, on peut noter que 
environ 5% des lectures ont une taille de 24 nucléotides mais ne correspondent à aucune annotation. 
Ces siARN correspondraient donc à des ET non identifiés. La distribution du nombre de séquences 
distinctes en fonction de l'annotation indique l'abondance en séquences de siARN dans les plantules 
d'Arabidopsis thaliana de type sauvage.
 2.2.1.5 Visualisation  
La visualisation des données génomiques permet de mieux les appréhender et les comparer. Pour 
cela nous avons utilisé le navigateur de génome Gbrowse (Stein et al. 2002) qui est communément 
utilisé  pour  Arabidopsis (Gustafson  et  al.  2005;  Lamesch  et  al.  2012).  Il  s'agit  d'un  outil  en 
Perl/BioPerl qui permet la visualisation d'annotations génomiques. Il combine une base de données 
(MySQL) et une visualisation interactive sous forme de pages WEB.
La représentation de données de type petits  ARN le  long d'un génome nécessite de pouvoir 
visualiser des enrichissements à l'échelle de plusieurs paires de kilobases mais aussi d'avoir une 
vision précise sur le ou les types de petits ARN correspondant à une région donnée. Pour ce faire, 
nous avons tiré avantage de la fonctionnalité du « zoom-sémantique » qui permet de visualiser le 
même type de données de différentes manières en fonction de la résolution choisie (fig. 2.10).
Pour la visualisation à grande échelle (supérieure ou égale à 1kb), l'affichage permet d'obtenir 
des  informations  quantitatives  (nombre  de  lectures)  et  brin  spécifique  des  petits  ARN.  La 
population d'ARN a été séparée en 4 classes en fonction de leur taille (20-21nt, 22-23nt, 24-25nt, 
autres tailles) afin d'avoir une information qualitative sur le type de petits ARN. Un code couleur est 
utilisé pour différencier chaque population (fig. 2.10 A). Pour cette représentation, le génome a été 
divisé  en  fenêtres  de  100bp.  La  classe  majoritaire  est  représentée  pour  chaque fenêtre  et  pour 
chaque brin (fig. 2.10 B).
A faible échelle (inférieure à 1kb), la position des lectures dans le génome est représentée par 
une flèche dont la direction indique le brin correspondant. De même que précédemment, un code 
couleur  permet  de  différencier  les  petits  ARN  en  fonction  de  leur  taille.  Deux  informations 
supplémentaires sont représentées pour chaque séquence: le nombre de lectures, par un gradient de 
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Figure 2.11 : Lectures de petits ARN le long d'un élément transposable. Distribution du score obtenu à chaque 
nucléotide d'un ET pour les lectures de 24nt (rouge) 22nt (vert) et 21nt (bleu). Les LTR du rétrotransposon représenté 
(ATHILA6A) sont indiqués par les flèches rouges, la région interne par une flèche jaune.
Figure 2.12 : Distribution des petits ARN le long de la séquence de référence des rétrotransposons ATHILA2. 
(A) Représentation du transfert d'informations de petits ARN des annotations à la séquence de référence par alignement 
global. (B) Distribution brin spécifique des scores obtenus pour chaque nucléotide de la séquence de référence pour les 
lectures de 24nt (rouge) 22nt (vert) et 21nt (bleu)
A.
B.
couleur, et le nombre de positions génomiques possibles, par la couleur des bordures de chaque 
flèche (fig. 2.10 B).
Ce type de représentation a été choisi afin de tenir compte de toutes les informations importantes 
pour  des  données  de  type  sRNA-seq.  Deux  inconvénients  ont  été  observés.  Le  premier  est  la 
quantité de données à charger dans la base de données. Cela implique un temps de chargement 
conséquent, pouvant atteindre plusieurs heures. Le second est le temps d'affichage. En effet, plus la 
région à visualiser est importante et plus il y a de données à visualiser, plus les requêtes sur la base 
de données et le formatage pour la visualisation prendront du temps.
 2.2.1.6 Profils de petits ARN le long des ET  
La réalisation de profils de petits ARN le long d'une séquence d'intérêt  permet d'obtenir  des 
informations sur la localisation et le type de petits ARN s'accumulant le long de cette séquence. Ce 
travail est facilité chez Arabidopsis par la faible taille du génome et des chromosomes. J'ai ainsi pu 
utiliser, dans les scripts que j'ai développés, des vecteurs de longueur égale à la longueur de chaque 
chromosome, afin d'enregistrer les informations correspondant à chaque position du génome. J'ai 
donné à chaque nucléotide un score en fonction du nombre de petits ARN s'alignant dessus. Le 
nombre de vecteurs peut ensuite être augmenté si l'on souhaite séparer les informations obtenues 
pour chaque brin d'ADN et les différentes classes de petits ARN. L'extraction de la partie du vecteur 
correspondant au locus d'intérêt permet ensuite la représentation graphique du profil de petits ARN 
au nucléotide près (fig. 2.11).
Cette méthode a été étendue afin de pouvoir obtenir la distribution des petits ARN le long des 
séquences  de référence ayant  servi  à l'annotation des  ET.  Pour ce faire,  les  vecteurs  de scores 
correspondant  à  toutes  les  annotations  d'une  famille  d'ET  sont  générés.  Les  séquences 
correspondant à chaque annotation sont ensuite récupérées et alignées sur la séquence de référence 
de cette famille (fig. 2.12). Le résultat de l'alignement global permet de déterminer où et comment 
transférer les scores sur la séquence de référence. Une pondération est appliquée en fonction de 
l'alignement obtenu pour chaque nucléotide (match=1, mismatch=0,5, gap=0). Lors de cette étape, 
le  nombre  d'alignements  obtenus  pour  chaque  nucléotide  de  la  référence  est  comptabilisé.  Ce 
nombre est utilisé par la suite afin de normaliser les valeurs des vecteurs obtenus pour la séquence 
de  référence  en  fonction  du  nombre  d'annotations  correspondant  à  chaque  nucléotide.  Cette 
représentation  permet  d'obtenir  le  profil  des  petits  ARN le  long  des  ET de  référence  et  donc 
d'identifier des régions spécifiquement enrichies en siARN pour chaque famille d'ET.
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A.
Figure  2.13 : Information sur les lectures d'un locus et calcul de la densité normalisée.  (A) Représentation 
schématique de petits ARN alignés le long d'un locus.  Les séquences distinctes sont représentées par des couleurs 
différentes. Les informations de nombre de lectures et de nombre de matchs sont utilisés lors du calcul de la densité 
normalisée  (B) Formule utilisée pour le calcul de la densité normalisée en fonction de la taille de la banque et du 
nombre de positionnements génomiques des séquences. (C) Informations sur les petits ARN alignés sur un locus de 
longueur 500bp à partir d'une banque de 7,3 millions de lectures.
Figure 2.14 : Regroupement de séquences de petits ARN. (A) Représentation schématique de petits ARN alignés 
le long du génome. Les couleurs symbolisent des petits ARN de longueurs différentes. d = distance maximum pour 
regrouper 2 lectures ; s = nombre de lectures minimum pour constituer un « bin » (B) Nombre de « bins » obtenus sur 
une banque de ~100 000 lectures en faisant varier le paramètre s de 2 à 22 avec un pas de 2 et le paramètre d de 10 à 
300 paires de base avec un pas de 50.
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 2.2.1.7 Comptage et densité normalisée  
L'étude de l'accumulation des siARN dans les ET nécessite de faire un décompte du nombre de 
séquences et de lectures correspondant à ces régions. A la différence des microARN, les siARN 
correspondant à un élément donné peuvent généralement être alignés à plus d'une position. Afin 
d'en tenir compte, nous avons appliqué une normalisation du nombre de lectures d'une séquence 
donnée par le nombre de positions génomiques obtenues pour cette séquence (fig.  2.13).  Ainsi, 
lorsque le nombre de lectures correspondant à un locus est  comptabilisé,  le script  mis en place 
détermine aussi le nombre de séquences distinctes, la somme du nombre de positions génomiques 
des séquences correspondant au locus ainsi que la densité normalisée (en fonction de la taille de la 
banque et du nombre de positions génomiques de chaque séquence). Le tableau ainsi généré peut 
ensuite être utilisé pour réaliser des analyses différentielles du nombre de lectures obtenues pour 
différents locus entre deux banques. Il peut aussi servir à caractériser précisément l'accumulation 
des petits  ARN pour un locus donné en identifiant le nombre moyen de lectures ou le nombre 
moyen de positions génomiques par séquence. Ces différentes données apportent des informations 
sur l'abondance, la diversité et le niveau de répétition des séquences de petits ARN correspondant à 
un locus et sont donc toutes à prendre en compte.
 2.2.1.8 Regroupement de lectures  
Aucune  annotation  n'a  été  attribuée  à  certaines  lectures  (fig.  2.9).  Afin  d'identifier  et  de 
caractériser les régions non-annotées et couvertes par des petits ARN, un outil de regroupement 
(« binning ») a été mis en place. Il consiste à parcourir le génome afin de déterminer les régions 
accumulant des petits ARN. Deux positions de petits ARN seront regroupées dans un même « bin » 
si la distance qui les sépare est inférieure à une distance  d.  Le « bin » n'est considéré que si le 
nombre de petits ARN qu'il contient est supérieur à une valeur s (fig. 2.14 A). Le regroupement peut 
se faire de manière brin spécifique et les données fournies en sortie du programme renseignent sur 
la taille, le brin, le nombre de lectures ainsi que le nombre de positions génomiques des séquences 
des petits ARN qui compose le « bin ». Ces informations permettent ensuite de déterminer s'il s'agit 
de produit de dégradation (richesse en séquences de taille inférieure à 20nt ou supérieure à 25nt), de 
locus de type microARN (majorité de lectures de 20-21nt, beaucoup de lectures par rapport  au 
nombre de séquences distinctes, spécificité de brin) ou d'une région riche en siARN (richesse en 
séquences de 24nt, pas de spécificité de brin, nombre de positions génomiques généralement élevé). 
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Figure 2.15 : Pipeline d'analyse de banques de petits ARN. Schéma représentant l'enchaînement des étapes pour 
le traitement et l'analyse de données de séquençage de petits ARN chez Arabidopsis thaliana.
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Enfin, la présence de séquences ne correspondant qu'à une seule position génomique permettra de 
s'assurer que le locus identifié est bien générateur des séquences de petits ARN étudiés.
L'estimation  des  paramètres  optimaux  peut  être  réalisée  en  étudiant  le  nombre  de  « bins » 
identifiés en faisant varier les paramètres d et  s. (fig.  2.14 B) Des valeurs trop faibles pour s et  d 
vont entraîner l'identification d'un trop grand nombre de « bins » sans véritable réalité biologique. 
Une  valeur  trop  élevée  pour  d va  diminuer  leur  nombre  et  former  de  longs  « bins »  pouvant 
correspondre de très grandes régions chromosomiques. Enfin, une valeur de s trop élevée diminue la 
sensibilité de la détection au profit de l'identification de locus associés à une forte abondance de 
petits ARN. Les paramètres à utiliser dépendent donc fortement du type de locus que l'on souhaite 
identifier ainsi que de la taille de la banque utilisée.
 2.2.1.9 Pipeline d'analyse  
Un pipeline, regroupant les différents outils décrits précédemment, a été réalisé (fig.  2.15). Il 
permet d'enchaîner les différentes étapes, allant de l'évaluation de la qualité jusqu'à l'annotation de 
banques  de  petits  ARN issus  de séquençage  à  haut  débit.  Le format  des  fichiers  fournis  après 
l'alignement sur le génome a été homogénéisé en utilisant le format GFF (Generic Format File). Les 
informations du nombre de lectures et de positions génomiques sont incluses afin de favoriser les 
étapes ultérieures. L'utilisation de ce type de fichier a servi de standard pour le développement des 
outils permettant de générer les tableaux de comptage, les profils et la visualisation par Gbrowse.
 2.2.2 Nc-PROseq
Durant  le  développement  de  ces  méthodes  et  leur  application  aux  données  de  séquençage 
produites par le laboratoire, une collaboration a été mise en place avec l'institut Curie et l'IBMP de 
Strasbourg. Cette collaboration a permis le partage des méthodes et des outils d'analyse de banques 
de petits ARN. Il en a résulté la mise en place d'un package, ncPRO-seq, permettant l'annotation et 
la réalisation de profils de petits ARN et ce, pour tout organisme (plante ou métazoaire) séquencé et 
annoté. Une publication accompagnant ce package est acceptée pour Bioinformatics.
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ABSTRACT
Summary: ncPRO-seq (Non-Coding RNA PROfiling in sRNA-seq)
is a stand-alone, comprehensive and flexible ncRNA analysis pipe-
line. It can interrogate and perform detailed profiling analysis on small
RNAs derived from annotated non-coding regions in miRBase, Rfam
and RepeatMasker, as well as specific regions defined by users.
The ncPRO-seq pipeline performs both gene-based and family-based
analyses of small RNAs. It also has a module to identify regions signi-
ficantly enriched with short reads, that cannot be classified under
known ncRNA families, thus enabling the discovery of previously
unknown ncRNA- or siRNA-producing regions. The ncPRO-seq pipe-
line supports input read sequences in fastq, fasta and color space
format, as well as alignment results in BAM format, meaning that
small RNA raw data from the 3 current major platforms (Roche-454,
Illumina-Solexa and Life technologies-SOLiD) can be analyzed with
this pipeline. The ncPRO-seq pipeline can be used to analyze read
and alignment data, based on any sequenced genome, including,
mammals and plants.
Availability: source code, annotation files, manual and online version
are available at http://ncpro.curie.fr/.
Contact: bioinfo.ncproseq@curie.fr; cciaudo@ethz.ch
Supplementary information Supplementary data are available at
Bioinformatics online.
1 INTRODUCTION
Research on small ncRNAs has advanced tremendously over recent
years, as a consequence of the widespread adoption of sRNA-seq,
which has helped to characterize members of known small RNA
families, such as miRNAs, siRNAs and piRNAs (Ghildiyal and
∗to whom correspondence should be addressed
†These authors contributed equally to this work
‡These authors are co-last author
Zamore, 2009; Brodersen and Voinnet, 2006). In addition, analysis
of sRNA-seq data has led to the identication of several novel small
ncRNA families, including heterochromatic small RNA (Rajago-
palan et al., 2006), snoRNA-derived RNAs (sdRNAs) (Taft et al.,
2009), tRNA-derived RNA fragments (tRFs) (Pederson, 2010; Cole
et al., 2009), transcription initiation RNAs (tiRNAs), splice-site
RNAs (spliRNAs) (Taft et al., 2010) and enhancer RNAs (eRNAs)
(Kim et al., 2010). Given that most of the genome is transcribed
(Clark et al., 2011), further small ncRNA families are still proba-
bly hidden in unannoated regions, awaiting detailed exploration.
Despite this, most of the existing sRNA-seq analysis tools only
focus on miRNAs (Hackenberg et al., 2011; Ronen et al., 2010),
while some other tools are applicable to the prediction of special
or general siRNA loci (MacLean et al., 2010; Hardcastle et al.,
2012; Stocks et al., 2012). As far as we are aware, only two approa-
ches, SeqCluster (Pantano et al., 2011) and DARIO (Fasold et al.,
2011), are currently available for annotating and classfying whole
sRNA-seq data in an unbiased way. SeqCluster carefully groups
non-miRNA reads into units, but only provides classication and
annotation of unit-sRNAs. DARIO web server contains both small
RNA annotation and prediction engines, but cannot be used to pro-
cess repeat-associated small RNAs, owing to the size limitation of
data submission. Furthermore, these tools perform mostly gene-
based analyses, providing information about read mapping in each
ncRNA gene/region. However, to systematically investigate small
ncRNA species in a given annotation family (i.e. miRNA, other
small RNAs families or repeats families), proling analyses, which
refers to detailed descriptions of diverse features of read distribution
in annotation families, are necessary. The ncPRO-seq pipeline cir-
cumvent these limitations by providing detailed information on all
types of small ncRNAs and identifying unannotated regions that are
signicantly enriched in matching small RNAs.
c© Oxford University Press 2012. 1
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2 METHODS
The workflow of the ncPRO-seq pipeline is composed of five main steps:
input pre-processing, read mapping, read annotation, annotation analyses,
and enrichment analyses (Figure S1). The pipeline is able to handle sequence
files generated by Solexa, SOLiD and 454 sequencing technologies, and ali-
gnment files in Bam format as inputs. For sequence file inputs, the pipeline
provides several ways to access the basic properties of sequencing reads,
such as distribution of read length, positional base, mean positional quality
score and GC content. An optional step can be introduced, for both sequence
and alignment inputs, by merging reads with identical sequence into non-
redundant read groups, which dramatically improves the performance of
the pipeline. Bowtie (Langmead et al., 2009) is used to align reads to the
reference genome. The mapping statistics and length distribution of mapped
reads are computed to summarize mapping information. All reads, including
those matching multiple genomic locations (up to a user defined threshold),
are kept for subsequent analyses, and weighted by the number of mapping
sites. To find overlaps between read alignments and genomic annotations,
i.e., to match reads to ncRNA families according to genomic coordinates,
BEDTools (Quinlan and Hall, 2010) is used. Annotation files for fifteen spe-
cies (including metazoans and plants), based on miRBase (Kozomara and
Griffiths-Jones, 2011), Rfam (Gardner et al., 2011), RepeatMasker, splice
site and tRNAs (Dreszer et al., 2012), are precomputed and now available
for download in the ncPRO-seq website. Custom annotation files in gff3 for-
mat are also acceptable, which will be considered as user-defined ncRNA
families and be processed in the same way as known ncRNA families. Four
types of operations are provided to help users focus on subregions or regi-
ons flanking given annotations (Figure S2). Analyses are then performed for
reads that have 100% overlap with annotations. Reads annotated as major
annotation families, as well as each family of Rfam and repeats, are counted
and plotted in order to provide a systematic view of read annotations. For
each annotation family, the table containing the expression of reads in each
single member, and the track file for visualization are created. To obtain
detailed family-based information, read profiling and read logos for each
family are computed. Read profiling is represented by the distribution of
read coverage along the consensus sequence and by the distribution of read
length (Figure S3). Read logos describe the positional base bias in all reads
mapped in the family. For reads that cannot be annotated as known features,
a sliding-window process coupled with model fitting is performed to iden-
tify regions that are significantly enriched with such reads (Toedling et al.,
2010).
3 IMPLEMENTATION
The ncPRO-seq pipeline can be used in a Linux/Unix-like operating
system, where several required softwares have been pre-installed.
Two different ways of running the pipeline are provided, a stand-
alone command line version and a local web interface. Both versions
require a conguration le to set up the analysis parameters. After
editing the conguration le, the user can easily run the complete
analysis workow with a simple command-line. The pipeline is
modular and sequential, and allows the user to focus on a speci-
c part of the pipeline, without running the complete workow.
The pipeline also provides a local web interface (Figure S4), which
offers the possibility to set up the parameters of the congura-
tion les in a user-friendly way, and to run the pipeline. Finaly,
an online version for small datasets and tests is also available at
http://ncpro.curie.fr/online.html.
4 OUTPUT
After running ncPRO-seq, an html report is generated facilitating the
visualization of the results that are organized under different web
tabs. Besides essential tabs containing information about pipeline
performance, tables and gures of read quality controls, map-
ping and annotations, each annotation family specied by the user
has an independent tab displaying the results of detailed pro-
ling analyses. All images and tables generated by the pipeline can
be visualized at high resolution or downloaded for further ana-
lysis. An example of report from a test library is available at
http://ncpro.curie.fr/results.html.
5 CONCLUSION
The ncPRO-seq pipeline provides a comprehensive approach for
the annotation and prediction of small ncRNAs in sRNA-seq data.
The pipeline can analyse different annotation families rather than
just focusing on miRNAs. Various sequence and alignment inputs
from different metazoan and plant genomes are supported. The great
advantage of the pipeline over others is the capacity to perform
proling analyses of annotation families, which is critically import-
ant to investigate known small ncRNA families and to dene novel
small ncRNA families. The signicant regions predicted in the pipe-
line can be further interpreted to identify novel miRNA loci and
siRNA clusters.
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Figure  S1 :  Workflow of  ncPRO-seq. The  worflow of  ncPRO-seq is  composed  of  five  main 
components :  input  pre-processing,  read  mapping,  read  annotation,  annotation  analyses,  and 
enrichment analyses.
Figure S2 :  The four types of  modification based on the original  coordinates. The original 
annotated element is in red. By setting the parameter of ncPRO-seq, the user can shorten (i), or 
extend (e) the annotation at both 5' and 3' end, or focus on a sub-region from 5' (s) or 3' (t) ends.
AC
B
Figure S3 : Family profiling. Each profile is represented by the read coverage at each nucleotide 
position, the 5' and 3' end of each reads and the read length distribution A. Profiling of pre-miRNAs 
family  using  abundant  reads.  B. Profiling  of  ACA snoRNA family  using  abundant  reads.  C. 
Profiling of tRNA family using abundant reads. D. Profiling of L1 family using distinct reads.
Figure S4 : ncPRO-seq local web interface. The local web interface offers the possibility to set up the 
parameters of the configuration files in a user-friendly way, and run the pipeline.
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Figure  2.16 : Comparaison des différentes informations sur les siARN pour 2 superfamilles d'ET.   Densité 
normalisée en siARN, nombre de lectures, nombres de séquences et moyenne du nombre de positions génomiques des 
siARN pour les superfamilles LTR/Gypsy (violet) et SINE (cyan). La banque de petits ARN utilisée a été générée à 
partir de plantules WT, séquencée par Illumina et contient 7 267 896 lectures alignées sur le génome.
LTR/Gypsy
SINE
Figure 2.17 : Profils des siARN le long de la séquence de référence ATHILA2 sans et avec normalisation par 
le nombre de positions génomiques des siARN. La banque de petits ARN utilisée a été générée à partir de plantules 
WT, séquencée par Illumina et contient 7 267 896 lectures alignées sur le génome.
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 2.3 Discussion  
Dans un premier temps, j'ai mis en place un « pipeline » d'analyse de banques de petits ARN 
pour  Arabidopsis  thaliana.  Il  permet  l'évaluation  de  la  qualité  des  données  de  séquençage, 
l'alignement  des  lectures,  leur  annotation,  leur  visualisation  de  manière  globale  ou  séquence 
spécifique et l'analyse du contenu en petits ARN au sein d'ET ou de familles d'ET. Nous avons 
développé des outils qui tiennent compte des caractéristiques majeures pour l'analyse de séquences 
de petits ARN telles que leur taille, leur abondance ou le fait qu'elles soient issues de séquences 
répétées.  De manière  isolée,  les  techniques  et  outils  que nous  avons mis  en place  ne sont  pas 
nouveaux.  Cependant,  leur  combinaison  et  l'enchaînement  des  étapes  en  font  une  nouvelle 
contribution pour l'analyse de données de petits ARN en fonction des locus ou en prenant en compte 
des familles de locus.  Dans un deuxième temps, j'ai participé au développement d'un « package » 
générique pour l'analyse de banques de petits ARN. A l'aide d'une interface, il permet la gestion de 
données provenant des 3 plateformes de séquençage majoritairement utilisées pour l'étude de petits 
ARN, et ce pour tous les  génomes séquencés et annotés.
 2.3.1 Des outils génériques pour l'analyse détaillée des siARN dans les ET.
Lors de l'analyse de l'accumulation de petits ARN au sein d'un locus, différentes informations 
sont  disponibles  (nombre  de  lectures,  nombre  de  séquences  distinctes,  densité  normalisée  ...). 
Privilégier une information par rapport à une autre peut entraîner des conclusions différentes que ce 
soit pour l'étude des microARN, des siARN ou tout autre type de données issues de séquençage. En 
effet,  l'étude  du  nombre  de  matchs  uniques  peut  donner  des  valeurs  plus  faibles  pour  les  ET 
hautement  répétés par  rapport  aux ET ayant  des  séquences  divergentes.  A l'opposé,  la  prise  en 
compte des  matchs,  quel  que soit  le  nombre de positions  génomiques  qui  leur  corresponde va 
favoriser les locus ayant un grand nombre de sites similaires dans le génome. Cela est illustré par la 
comparaison  de  siARN dans  deux  familles  d'ET LTR-Gypsy et  SINE (fig. 2.16).  Bien  que  le 
nombre de lectures et de séquences de siARN correspondant aux rétrotransposons LTR-Gypsy soit 
plus important que pour les SINE, la densité normalisée est supérieure pour le deuxième type d'ET. 
Cela s'explique par le fait  que les siARN correspondant aux éléments SINE ont un nombre de 
positions génomiques plus faible que ceux correspondant aux LTR-Gypsy. Les LTR/Gypsy sont en 
effet plus grands, plus nombreux et plus répétés au sein du génome d'Arabidopsis. La normalisation 
par le nombre de positions génomiques des siARN est aussi importante lors de la représentation des 
profils de siARN le long des séquences de référence (fig. 2.17). Sans cette normalisation, on serait 
amené à conclure à une plus forte production au niveau des séquences LTR alors que cette plus forte 
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abondance est  due au caractère  très  répété de ces  séquences.  L'accumulation de siARN est,  au 
contraire,  globalement  homogène  le  long  de  la  séquence  avec  une  légère  sur-accumulation  au 
niveau du locus pol.
C'est  pour  cette  raison  que  nous  avons  choisi  un  programme  d'alignement  qui  fournit  des 
informations  exhaustives  alors  que  d'autres  approches  vont  limiter  le  nombre  de  positions 
maximales possibles ou encore attribuer une position de manière aléatoire lorsque plusieurs ont été 
trouvées. Cela a néanmoins des conséquences importantes sur la quantité de données générées, le 
temps d'exécution ainsi que la mémoire nécessaire. Ce type de démarche est donc plutôt approprié à 
l'étude d'organismes ayant un génome de faible taille et une faible proportion de séquences répétées. 
A ce titre,  Arabidopsis thaliana qui a un génome séquencé d'environ 120 millions de paires de 
bases, dont seulement 20% correspondent à des ET, est un bon terrain de jeu pour ces études par 
rapport à des génomes plus complexes.
Le  pipeline  que  j'ai  développé  pour  Arabidopsis  permet  une  analyse  détaillée  du  lien  entre 
siARN et éléments transposables. Il est adapté pour les génomes assemblés et annotés. Bien que ce 
pipeline soit relativement optimal pour Arabidopsis, il n'a pas été testé sur d'autre organismes et 
risque de présenter des limitations pour l'étude de grands génomes. 
Pour les espèces ayant un génome plus grand et plus complexe, le package nc-PROseq facilitera 
l'analyse de familles de locus. Ce package applique des approches similaires mais comble certains 
inconvénients  des  méthodes  que  j'ai  appliquées.  En  effet,  tout  en  étant  moins  strict  pour 
l'alignement des lectures sur les génomes, il est applicable à un plus grand nombre d'organismes. Ce 
côté générique est cependant contre-balancé par une restriction sur les informations exploitables, 
notamment du fait que les populations de petits ARN présentent des spécificités différentes (taille, 
abondance) selon les organismes. De plus, bien que permettant une analyse approfondie des profils 
de petits ARN le long des séquences consensus des ET, ces profils ne tiennent pas suffisamment 
compte du caractère répété de ce type de séquences.
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 2.3.2 Amélioration bioinformatique
 2.3.2.1 Évolution des programmes d'alignements  
Au début de ma thèse, peu de programmes permettaient l'alignement exhaustif et efficace de 
données  de  courtes  séquences  sur  les  génomes.  Pour  l'étude  des  banques  de  petits  ARN 
d'Arabidopsis, nous avons décidé de réaliser les alignements de manière stringente sans autoriser 
d'erreur en utilisant MUMmer. Ce programme est rapide et présente une bonne gestion de l'espace 
mémoire.  Cependant,  il  ne prend pas en compte la qualité des données de séquençage qui sont 
disponibles pour les données de type Illumina ou Solid. Depuis, de nouveaux programmes ont été 
développés.  Bowtie,  que  nous  utilisons  dans  le  package  nc-PROseq,  tient  compte  du  score  de 
qualité et autorise des mésappariements (les « gaps » sont autorisés dans la version 2). 
Pour  un  même  échantillon,  MUMmer  et  Bowtie  permettent  respectivement  l'alignement  de 
78,18% et 87,21% des lectures. Cet écart de 10% est réparti de manière homogène pour toutes les 
tailles  de  séquence.  Environ  100 000  positions  sont  identifiées  uniquement  par  MUMmer  et 
800 000  uniquement  par  Bowtie.  De  manière  générale  les  positions  non  reportées  par  Bowtie 
correspondent  à  des  séquences  hautement  répétées  (répétitions  simples  ou  séquences  de  faible 
complexité). Les positions reportées uniquement par Bowtie correspondent à des alignements avec 
une ou deux erreurs et à des séquences ayant une qualité plus faible. Les programmes autorisant les 
erreurs  lors  des  alignements  permettent  donc  d'augmenter  le  nombre  de  lectures  alignées. 
Cependant, cela se fait aux dépens de l'exhaustivité souhaitée pour l'analyse des séquences répétées.
 2.3.2.2 Format et outils pour la gestion de données génomiques  
Les outils que j'ai  développés pour l'analyse de données de petits ARN sont majoritairement 
basés sur l'utilisation du format GFF (Generic Format File). Ce format permet de standardiser les 
informations génomiques. Suite à la généralisation du séquençage à haut débit, de nouveau formats 
et programmes ont été développés. Par exemple, BEDtools (Quinlan and Hall 2010) et SAMtools 
(H. Li et al. 2009) permettent d'optimiser la comparaison de données génomiques. Ils se basent sur 
les  formats  spécifiques  que  sont  le  BED  (Browser  Extensible  Data)  et  le  SAM  (Sequences 
Alignment/MAP). Ces suites logicielles n'ont pas été exploitées dans le pipeline que j'ai mis en 
place ; elles sont cependant utilisées avantageusement dans le package ncPRO-seq. Elles autorisent 
notamment  la  prise  en  charge  du  format  BAM  (Binary  Alignment/Map)  qui  permet  une 
compression des fichiers d'alignements. Leur utilisation dans le pipeline que j'ai développé serait 
une optimisation non négligeable.
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 2.3.3 Biais biologique et technique
 2.3.3.1 Biais de PCR et de séquençage  
Les  technologies  de  séquençage  de  nouvelle  génération  sont  des  méthodes  puissantes  pour 
identifier  et  quantifier  les petits  ARN non-codants.  Cependant,  les  protocoles  de préparation et 
d'amplification des ADNc entrainent des biais sur les populations de petits ARN. Les sources de ces 
biais sont diverses. Ils peuvent être causés par exemple par l'étape d'amplification ou l'affinité des 
amorces. Il a été montré que, lors de la ligation des amorces aux ARN, les séquences même des 
ARN ou des  amorces  peuvent  affecter  l'efficacité  de  l'enzyme ligase  notamment à  cause de la 
formation de structures secondaires (Hafner et al. 2011). Ce type de biais peut varier en fonction de 
l'ARN  ligase  utilisée.  Hafner  et.  al.  n'ont  pas  identifié  de  biais  majeurs  en  ce  qui  concerne 
l'utilisation de « barcode » dans les amorces. Cependant, il a précédemment été mis en évidence que 
la séquence des amorces, et notamment les nucléotides placés en bordure, ont un impact sur le 
nombre et le type de séquences obtenues (Binladen et al. 2007). Bien que ce ne soit qu'un motif de 
quelques nucléotides, l'influence du barcode est mesurable même s'il n'est pas placé à l'extrémité de 
l'amorce et même si la composition nucléotidique des barcodes reste identique (Alon et al. 2011). 
Enfin, ces variations ne semblent pas induites par le type de plateforme de séquençage et auraient 
un  impact  limité  lorsque  l'on  étudie  la  couverture  des  ET en  petits  ARN  (Linsen  et  al.  2009; 
Toedling et al. 2012). Toutefois, le nombre de lectures produites par les différentes plateformes de 
séquençage est variable. Ces différences de profondeur risquent d'avoir des conséquences notables 
sur les analyses.
Lors de la comparaison de différentes banques de petits ARN, il convient donc d'éviter d'utiliser 
des données ayant été générées à partir de protocoles différents. Cela est surtout important lorsque 
l'on étudie l'accumulation de lectures spécifiques (microARN par exemple). Ces biais techniques 
doivent être de moindre importance dans le cas des siARN. En effet, leur analyse implique de tenir 
compte  d'une  population  de  séquences  le  long  d'un  locus.  L'impact  des  biais  décrits  ci-dessus 
devrait donc être limité lors de l'étude de l'accumulation des petits ARN dans les ET.
 2.3.3.2 Modifications post-transcriptionnelles des petits ARN  
Les séquences de petits ARN peuvent être soumises à des modifications post-transcriptionnelles 
qui vont influer sur leur stabilité ou leur activité. Outre l'addition de groupement méthyl par la 
protéine HEN1, les séquences de petits ARN peuvent être modifiées par adénylation ou uridylation 
de leur extrémité 3' par des protéines spécifiques. L'adénylation en 3' est une modification tissu- 
dépendante mise en évidence pour les microARN (S. Lu, Sun, and Chiang 2009). Cela permettrait 
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de  protéger  ce  type  de  séquences  de  la  dégradation  (Lu  2009)  ou  aurait  un  impact  sur  leur 
chargement dans les protéines Argonautes (Burroughs 2010). A l'inverse, l'uridylation de l'extrémité 
3' aurait un rôle dans la déstabilisation des petits ARN et induirait leur dégradation. Enfin, l'édition 
des  précurseurs  de  microARN  a  aussi  été  mise  en  évidence  (Kawahara  et  al.  2007).  Ces 
modifications  influencent  la  production  des  microARN matures  via  l'inhibition  du  clivage  par 
DICER et peuvent modifier la spécificité de coupure dans le cas où elles ont lieu dans la « graine » 
du miARN. Bien que quelques exemples de modifications de ce type aient été mis en évidence pour 
les siARN (Ebhardt et al. 2005), ces mécanismes ont majoritairement été décrits pour les miARN 
(Ebhardt et al. 2009).
Les outils que nous avons mis en place visent à analyser les petits ARN en termes de populations 
par le comptage des différentes séquences de petits ARN et la réalisation de profils le long de locus 
ou  familles  de  locus.  Ces  modifications  post-transcriptionnelles  ne  devraient  donc  avoir  qu'un 
impact limité sur l'étude de l'accumulation des siARN dans les ET.
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 3 Analyse des siARN de 24nt correspondant aux éléments   
tranposables d'  Arabidopsis thaliana  
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 3.1 Introduction  
Les éléments transposables (ET) peuvent représenter une part importante des génomes (~85% du 
génome de Maïs) et sont en grande partie responsables des différences de taille observées entre les 
génomes eucaryotes  (Tenaillon, Hollister, and Gaut 2010). La mobilisation des ET peut entraîner 
des conséquences délétères pour l'organisme. Leur prolifération est contrôlée par des mécanismes 
épigénétiques variés, dont la méthylation de l'ADN est le mieux caractérisé. De fait, les séquences 
répétées du génome, dont les ET, sont les cibles principales de la méthylation de l'ADN chez les 
plantes et les mammifères (Slotkin and Martienssen 2007; Law and Jacobsen 2010). Ce mécanisme 
est impliqué dans l'inhibition de l'activité transcriptionnelle des ET (Lippman et al. 2004). Chez les 
plantes,  les siARN de 24 nucléotides jouent un rôle à la fois  dans la mise en place et  dans le 
maintien de la méthylation des cytosines (Matzke et al. 2009; F K Teixeira and Colot 2010).
J'ai réalisé une description systématique de l'abondance en siARN de 24nt des locus d'ET, à l'aide 
de  données  publiques  de  séquençage  de  petits  ARN.  Cette  analyse  a  été  effectuée  de  manière 
globale puis spécifique selon les différentes superfamilles d'ET. J'ai ensuite étudié l'influence de la 
localisation des ET dans les différentes régions chromosomiques sur la densité en siARN. Enfin, j'ai 
recherché une éventuelle corrélation entre l'âge des ET et leur abondance en siARN.
De plus, j'ai participé à l'analyse détaillée de la méthylation de l'ADN dans les ET, notamment en 
croisant des données de séquençage de l'ADN traité au bisulfite aux données de séquençage de 
petits ARN, et cela afin de préciser l'association entre niveau de méthylation de l'ADN et abondance 
en siARN.
Dans un dernier temps, je me suis intéressé à l'impact des ET méthylés sur les gènes adjacents 
selon leur abondance en siARN. Pour ce faire, j'ai d'abord défini la distance entre les ET méthylés et 
le gène le plus proche. Les distances obtenues, l'expression des gènes correspondant ainsi que les 
processus  biologiques  impliqués  ont  ensuite  été  comparés  en  fonction  de  la  densité  en siARN 
observée dans les ET.
Tout au long de ce chapitre, le terme de méthylation se rapportera uniquement à la méthylation 
de l'ADN ou sera précisé dans le cas contraire.
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Figure 3.1 : Densité en siARN dans les ET. Histogrammes représentant la proportion d'éléments transposables du 
génome en fonction de leur densité normalisée en siARN de 24 nucléotides.
Figure 3.2 : Localisation des ET associés à une forte ou faible densité en siARN. (A) Distribution le long des 
chromosomes d'Arabidopsis des ET fortement associés à des petits ARN (densité  ≥ 0,5 ; rouge) ou avec une densité 
faible ou nulle (densité < 0.5 ; vert). Les ET ont été dénombrés dans des fenêtres de 50kb le long des chromosomes. Les 
régions péricentromériques sont indiquées par des rectangles noirs  (B) Proportion d'ET dans l'euchromatine et dans 
l'hétérochromatine selon qu'ils sont fortement ou faiblement associés à des siARN.
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 3.2 Résultats  
 3.2.1 Distribution des siARN selon la localisation chromosomique et le type d'ET
 3.2.1.1 Densité en siARN selon la localisation des ET le long des chromosomes  
Afin de déterminer  les  ET associés à des siARN et d'étudier s'ils  présentent des différences 
d'accumulation,  j'ai  tiré  profit  de données  publiques  de séquençage  Illumina  de  petits  ARN de 
parties aériennes (GEO accession :  GSE14696 ;  Fahlgren et  al.  2009).  Après alignement sur le 
génome, la densité normalisée en siARN de 24 nucléotides a été calculée pour chaque annotation 
d'ET.  La  normalisation  appliquée  tient  compte  du  nombre  de  positions  génomiques  de  chaque 
séquence ainsi que de la taille de la banque utilisée. La figure 3.1 représente la proportion d'ET en 
fonction de leur densité en siARN dans le génome d'Arabidopsis thaliana (écotype Col0). Malgré la 
profondeur de la banque utilisée (6 493 773 lectures), cette analyse montre que plus de 40% des ET 
ne produisent aucun siARN de 24nt. Seul 20% des ET présentent une densité en siARN supérieure 
à  0,5  lecture  par  kb  pour  105 lectures  et  40% des  ET sont  caractérisés  par  une  densité  faible 
(inférieure à 0,5).
J'ai voulu déterminer si les différences de densité observées dans les ET peuvent être liées à leur 
localisation le long des chromosomes. Pour cela, les ET ont été séparés en deux classes : les ET 
situés  dans  les  régions  péricentromériques  (régions  hétérochromatiques)  ou  les  bras 
chromosomiques (régions euchromatiques) selon la définition établie par Bernatavichute en 2008. 
La figure 3.2 représente la proportion d'ET en fonction de leur position sur les chromosomes et de 
leur association à une forte densité en siARN. Environ 60% des ET sont localisés dans les régions 
péricentromériques et 40% le long des bras chromosomiques. Les proportions d'ET avec une forte 
densité  en  siARN  sont  similaires  dans  les  régions  péricentromériques  et  le  long  des  bras 
chromosomiques. Cette analyse montre qu'au niveau global, la localisation chromosomique des ET 
n'influence pas la densité en siARN.
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Figure  3.3 : Densité en siARN des superfamilles d'ET.  Comparaison entre la densité en siARN, le nombre de 
lectures de 24 nucléotides et le nombre moyen de positions génomiques des lectures de 24 nucléotides correspondant à 
chacune des superfamilles d'ET. 
Table 3.1 : siARN de 24nt correspondant aux superfamilles d'ET.
nombre moyen de
nombre de longueur nombre moyen positions génomiques Moyenne de la
 fragments moyenne (bp) de lectures  par lecture densité normalisée
Classe I
DNA 2001 308 291,8 65,4 1,1
DNA-Spm 1152 962 15,8 3,8 0,1
DNA-Harbinger 450 506 91,5 2,4 0,9
DNA-HAT 1161 374 77,9 5 1,2
DNA-Mariner 151 231 16,5 7,1 0,2
DNA-Mudr 6174 631 55,1 4,7 0,5
DNA-Pogo 349 379 19,2 7,5 0,2
DNA-Tc1 95 215 15,7 3,4 0,5
Helitron 13569 525 59,3 8,1 0,3
Classe II
LINE 89 279 61,9 1,1 3,1
LINEL1 1612 765 39,2 1,9 0,8
LTR/Copia 2006 921 93,2 3,4 0,3
LTR/Gypsy 5551 1154 84,3 18,4 0,1
SINE 586 167 95,3 2 6,2
 3.2.1.2 Densité en siARN selon les superfamilles d'ET  
Les  différents  types  d'ET  peuvent  être  classés  en  fonction  du  mécanisme  par  lequel  ils 
transposent  et  de  l'organisation  de  leur  séquence.  Ces  spécificités  pourraient  expliquer  les 
différences d'abondance en siARN observées entre ET. Afin de tester cette hypothèse, j'ai analysé la 
densité en siARN des superfamilles d'ET de classe I et  II (fig.  3.3). Cette analyse indique que 
chacune  des  superfamilles  contient  des  membres  pour  lesquelles  pas  ou  peu  de  siARN  sont 
produits. Toutefois, les densités en siARN varient en fonction de la superfamille considérée. Au sein 
de la classe I, les éléments des superfamilles SINE et LINE ont des densités en siARN plus élevées 
que les rétrotransposons à LTR (LTR/Gypsy et LTR/Copia). De la même manière, au sein de la 
classe II, les transposons à ADN de type Harbinger et HAT ont une densité moyenne plus élevée 
que les ET des superfamilles DNA/MuDR, DNA/Pogo, DNA/Mariner et surtout DNA/Tc1 et DNA/
En-Spm. Ainsi, bien que le niveau de production de siARN varie en fonction des types d'ET, le 
mode de transposition ne permet pas d'expliquer les différences d'abondance en siARN.
Il est important de souligner que la normalisation appliquée lors du calcul de densité tient compte 
du nombre de positions sur le génome pour chaque séquence de siARN. Ainsi, une faible densité 
peut être expliquée par une faible abondance en siARN mais aussi par un nombre de positions 
génomiques plus élevé.
Je me suis donc intéressé au nombre de lectures dans chaque superfamille, ainsi qu'au nombre de 
positions génomiques de ces lectures (fig.  3.3 et tab.  3.1). Les siARN produits par les ET de la 
superfamille  SINE sont  généralement  caractérisés  par  un  nombre  de  lectures  élevé  ainsi  qu'un 
nombre de positions génomiques plus faible par rapport à d'autres superfamilles d'ET. Dans le cas 
des rétrotransposons, les ET de la superfamille LTR/Gypsy ont une densité plus faible que les ET de 
type LTR/Copia malgré un nombre de lectures plus important. Ceci s'explique par un plus grand 
nombre de positions génomiques pour les siARN correspondant aux LTR/Gypsy par rapport aux 
siARN de LTR/Copia. Les résultats indiquent que ces deux critères expliquent les écarts de densité 
observés entre superfamilles. Le nombre de copies dans chaque superfamille n'est toutefois pas un 
bon indicateur du nombre de positions génomiques des siARN. En effet,  malgré un nombre de 
fragments plus important, les DNA/MuDR produisent des siARN dont le nombre d'alignements sur 
le génome est plus faible que pour les DNA/Mariner.
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Figure 3.4 : Proportion d'ET à forte ou faible densité en siARN selon la localisation pour chaque superfamille 
d'ET. Les ET ont été séparés en fonction de leur localisation dans l'euchromatine (euch) ou l'hétérochromatine (hetero) 
et selon qu'ils ont une densité forte (densité ≥ 0,5 ; sRNA+) ou faible (densité < 0,5 ; sRNA-) en siARN.
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La classe other-DNA est associée à un nombre important de lectures de 24 nucléotides. Ces 
lectures  ont  un  nombre  de  positions  génomiques  élevé.  Une  classe  particulière  de  répétitions 
présente dans cette superfamille est en grande partie responsable de ce résultat. Il s'agit de la famille 
ATREP18  qui  représente  environ  un  quart  de  cette  superfamille.  Ce  sont  des  répétitions 
télomériques, que l'on retrouve aussi dans les régions péricentromériques, et qui contiennent des 
séquences fortement répétées.
Les superfamilles d'ET ont des distributions variables le long des chromosomes (Peterson-Burch, 
Nettleton, and Voytas 2004). L'analyse de l'abondance en siARN en fonction de la localisation sur 
les chromosomes (hétérochromatine ou euchromatine) a donc été réalisée pour chaque superfamille 
d'ET (fig.  3.4).  Certaines  superfamilles  sont  préférentiellement  localisées  dans  les  régions 
péricentromériques.  C'est  le  cas  pour  les  éléments  de  type  LTR/Gypsy  ou  DNA/En-Spm.  A 
l'inverse, pour les superfamilles SINE, Helitron, Mariner, LINE et DNA/Tc1 le nombre de copies 
localisées dans l'euchromatine représente 50% ou plus du nombre de copies totales. Deux de ces 
superfamilles (SINE et LINE) correspondent aux éléments pour lesquels les plus fortes densités en 
siARN ont  été  observées.  A l'opposé,  les  éléments  de  type  LTR/Gypsy  et  DNA/En-Spm sont 
majoritairement présents dans l'hétérochromatine et correspondent aux superfamilles ayant les plus 
faibles densités moyennes en siARN.
L'existence  de régions  hétérochromatiques  le  long des  bras  chromosomiques  (Roudier  et  al. 
2011) pourrait expliquer l'absence de corrélation observée pour les autres superfamilles d'ET. Une 
localisation plus fine des régions euchromatiques et hétérochromatiques apparaît donc nécessaire 
pour confirmer le lien entre l'abondance en siARN et la localisation des ET qui est  observé en 
comparant les superfamilles les plus péricentromériques et celles les moins péricentromériques.
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Figure  3.5 : Densité en siARN et divergence des ET.  Relation entre la densité en siARN dans les ET et leur 
divergence nucléotidique par rapport à leur séquence de référence. La droite rouge représente la régression linéaire 
entre les deux variables (corrélation de rang de Spearman, Rho= -0,19, p-value < 2,2x10-16).
Figure 3.6 : Densité en siARN et divergence des superfamilles d'ET. Relation entre la densité en siARN et l'âge 
des ET pour les différentes superfamilles d'Arabidopsis thaliana. Les populations d'ET de chaque superfamille ont été 
séparées en quartiles en fonction de la densité en siARN. Le groupe q1 correspond aux 25% d'ET avec les plus faibles 
densités, le groupe q4 aux 25% d'ET avec les plus fortes densités. La distance de Jukes et Cantor est représentée pour 
chaque groupe. Les superfamilles présentant une corrélation significative (tab. 3.2) sont encadrées en vert.
 3.2.1.3 Densité en siARN selon l'âge relatif des ET  
J'ai  recherché  s'il  existe  une  corrélation  entre  l'âge  des  ET et  leur  densité  en  siARN.  Une 
estimation de l'âge relatif des ET peut être réalisée en calculant la divergence nucléotidique entre les 
copies  d'ET et  la  séquence  de  référence  ayant  servi  à  leur  annotation  (cf  partie  1.4.3).  Cette 
divergence  peut  ensuite  être  utilisée  pour  estimer  une  distance  évolutive  selon  un  modèle  de 
substitution comme celui de Jukes et Cantor. La comparaison entre la distance de Jukes et Cantor et 
la  densité  normalisée  en  siARN  montre  une  corrélation  négative  faible  (Rho=-0,19)  mais 
significative (p-value < 2,2x10-16) (fig. 3.5). L'accumulation de mutations, en particulier dans leurs 
régions régulatrices, pourrait être responsable d'une diminution de la capacité des ET à produire des 
siARN.
Dans un deuxième temps, la relation entre la distance de Jukes et Cantor et la densité en siARN a 
été  étudiée  pour  chaque  superfamille  d'ET  prise  individuellement.  Pour  la  majorité  des 
superfamilles (9 sur 14), les 25% d'ET avec les plus faibles densités présentent une divergence avec 
la séquence de référence supérieure aux 25% d'ET avec la plus forte densité (fig. 3.6). Cette relation 
entre divergence des ET et densité en siARN est validée par les corrélations significatives observées 
pour ces superfamilles (tab. 3.2). Toutefois, certaines superfamilles (DNA EnSpm, DNA Harbinger, 
DNA Tc1, LINE et LTR/Gypsy) ne montrent pas une telle relation.
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Table 3.2 :  Corrélation entre la densité en siARN et la distance de Jukes et Cantor pour chaque superfamille. Les 
corrélations significatives (p-value < 0,01 et Rho < -0,1 ) sont indiquées en vert (corrélation de rang de Spearman).
Rho P-value
DNA -0,36 1,05E-030
-0,1 1,00E-002
0,01 7,00E-001
DNAHAT -0,15 8,60E-005
-0,4 3,28E-005
-0,24 2,02E-038
-0,29 4,18E-005
DNATc1 -0,06 6,80E-001
LINE -0,08 5,10E-001
LINEL1 -0,37 2,20E-030
-0,25 3,70E-014
-0,06 4,20E-004
-0,28 4,60E-108
SINE -0,3 2,13E-009
Classe II
DNAEnSpm
DNAHarbinger
DNAMariner
DNAMuDR
DNAPogo
Classe I
LTRCopia
LTRGypsy
RCHelitron
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Figure  3.7 :  Densité  en  siARN  pour  3  familles  de  SINE  et  3  familles  de  LINE.  Au  sein  de  ces  deux 
superfamilles, une hétérogénéité de la densité en siARN est observée aussi bien entre les familles qu'entre membres 
d'une même famille.
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 3.2.1.4 Variation de la densité en siARN au sein des familles d'ET  
Chaque superfamille d'ET est composée de plusieurs familles, qui chacune à sa propre histoire 
évolutive et donc peut présenter des différences en terme d'abondance en siARN. L'analyse de la 
densité  en  siARN  a  donc  été  conduite  de  manière  systématique  pour  les  326  familles  d'ET 
d'Arabidopsis.
L'exemple de différentes familles de SINE et de LINEL1 est présenté dans la  figure  3.7. Les 
copies RathE3 de la superfamille SINE ont majoritairement de très fortes densités en siARN. La 
famille  ATSINE4  contient  25%  d'éléments  pour  lesquels  aucun  siARN  n'est  observé  et  35% 
d'éléments  avec  une  densité  supérieure  à  2  lectures/kb  pour  100000 lectures.  Enfin,  la  famille 
ATSINE2A est caractérisée par une majorité de copies peu ou pas associées à des siARN. De la 
même manière, les éléments de type LINEL1 présentent aussi des hétérogénéités entre familles et 
au sein des différentes familles. Des conclusions similaires ont été obtenues pour les 326 familles 
analysées.
Page 99
 3.2.2 Propagation de la méthylation de l'ADN à partir des ET ciblés par des siARN
Les ET sont  fortement  ciblés  par  la  méthylation de l'ADN dont  l'établissement  ainsi  que  le 
maintien aux sites CHH dépend des siARN. Dans la partie précédente, j'ai décrit le paysage des 
siARN le long du génome selon les différents  types  d'ET. Afin de définir  si  les  différences en 
siARN dans les ET se traduisent par des différences en terme de méthylation des cytosines, nous 
avons donc étudié la densité en siARN dans les ET au regard de leur niveau de méthylation. La 
méthylation  de  l'ADN  a  été  déterminée  à  l'aide  de  données  de  séquençage  de  l'ADN  après 
conversion au bisulfite (Cokus et al. 2008).
Lors de cette étude,  nous avons confirmé que les ET dont les cytosines sont méthylées sont 
majoritairement  associées  à des siARN. Toutefois,  nous avons aussi  identifié  des ET fortement 
méthylés  en absence de siARN de 24nt  leur  correspondant.  L'analyse  de la  méthylation et  des 
siARN le long de ces ET et des régions flanquantes indique que la méthylation de l'ADN peut être 
établie ou maintenue par propagation sur une distance de 300 à 500pb à partir des régions ciblées 
par des siARN.
Ce travail a été réalisé en collaboration avec Ikhlak Ahmed, doctorant au sein du laboratoire, qui 
a analysé la méthylation dans les ET et Hadi Quesneville qui a développé le pipeline d'annotation et 
fourni l'annotation des séquences d'ET. Cette étude a fait  l'objet d'une publication dans Nucleic 
Acids Research, jointe à ce manuscrit.
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ABSTRACT
Transposable elements (TEs) and their relics play
major roles in genome evolution. However, mobil-
ization of TEs is usually deleterious and strongly re-
pressed. In plants and mammals, this repression is
typically associated with DNA methylation, but the
relationship between this epigenetic mark and TE
sequences has not been investigated systematic-
ally. Here, we present an improved annotation of
TE sequences and use it to analyze genome-wide
DNA methylation maps obtained at single-
nucleotide resolution in Arabidopsis. We show that
although the majority of TE sequences are methyl-
ated, 26% are not. Moreover, a significant fraction
of TE sequences densely methylated at CG, CHG
and CHH sites (where H=A, T or C) have no or few
matching small interfering RNA (siRNAs) and are
therefore unlikely to be targeted by the RNA-
directed DNA methylation (RdDM) machinery. We
provide evidence that these TE sequences acquire
DNA methylation through spreading from adjacent
siRNA-targeted regions. Further, we show that
although both methylated and unmethylated TE se-
quences located in euchromatin tend to be more
abundant closer to genes, this trend is least
pronounced for methylated, siRNA-targeted TE se-
quences located 50 to genes. Based on these
and other findings, we propose that spreading of
DNA methylation through promoter regions
explains at least in part the negative impact of
siRNA-targeted TE sequences on neighboring gene
expression.
INTRODUCTION
Transposable elements (TEs) are ubiquitous components
of genomes and their differential accumulation is respon-
sible for most of the large variations in genome size seen
among eukaryotes. However, mobilization of TEs is inher-
ently mutagenic and is therefore a rare event. Repression
of transposition involves a variety of mechanisms,
including DNA methylation in plants and mammals
(1,2). Moreover, TEs are among the fastest evolving
sequences, leading over time to the accumulation of
degenerate, non-mobile relics.
In plants, TE sequences are typically methylated at CG,
CHG and CHH sites (where H=A, T or C) in a process
that requires numerous factors, including small interfering
RNAs (siRNAs) to guide methylation of homologous
DNA sequences, and so called de novo and maintenance
DNA methyltransferases (2,3). The model plant
Arabidopsis offers several advantages for the detailed ex-
ploration of the relationship between DNA methylation
and TE sequences, such as a small, almost fully sequenced
genome (4) and a large collection of mutants affected in
the establishment, maintenance or removal of DNA
methylation (3). However, despite the fact that DNA
methylation in Arabidopsis has been studied genome
wide using a variety of approaches, including bisulphite
treatment of genomic DNA followed by whole genome
sequencing (5,6), patterns of DNA methylation associated
with Arabidopsis TE sequences have not been investigated
systematically so far.
We previously described the development of a highly
sensitive TE annotation pipeline that doubled the
fraction of the Arabidopsis genome detected as TE
sequences compared to the initial annotation (7). In the
present study, we have reﬁned this pipeline further and
have used the resulting set of annotated TE sequences,
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which now cover 21% of the genome sequence, to
re-analyze publicly available genome-wide DNA methyla-
tion and siRNA datasets. Our analysis indicates that
although the majority of TE sequences are densely
methylated, >25% are unmethylated at most or all sites,
or show signiﬁcant DNA methylation only over one or
two of the three types of sites (CG, CHG and CHH).
Furthermore, methylated TE sequences are less often
characterized by an abundance of matching siRNAs
when located in heterochromatin than in euchromatin.
These methylated TE sequences with no or few matching
siRNAs tend to show higher levels of DNA methylation
towards their extremities and are typically ﬂanked on both
sides by methylated TE sequences that are targeted by
siRNAs. These observations suggest the existence of
local spreading of DNA methylation from siRNA-
targeted TE sequences. Further, we show that in
euchromatin, both methylated and unmethylated TE
sequences are most abundant close to genes. However,
this preference is less pronounced for methylated,
siRNA-targeted TE sequences upstream of genes. Based
on these ﬁndings, we propose that the negative impact of
siRNA-targeted TE sequences on the expression of neigh-
boring genes which has been observed in Arabidopsis
thaliana and Arabidopsis lyrata (8) results at least in part
from local spreading of DNA methylation into promoter
regions.
MATERIALS AND METHODS
Sequences
The A. thaliana Release 5 genomic sequence was down-
loaded from TIGR web site (http://ftp.tigr.org/pub/data/
a_thaliana/ath1/). Annotations Release 7 was obtained
from TAIR as a dump of their database. The three TE
reference sequence sets (Opt, Maxsize and OptCoding)
used in addition to Repbase Update (RU) were described
previously (7).
TE detection pipeline
TE sequence models were detected using the following com-
bination of softwares: BLASTER (9,10), RepeatMasker
(11), Censor (12,13). Satellite repeats were detected using
RepeatMasker, Tandem Repeat Finder [TRF; (14) and
mreps (15)]. The Torque resource manager was used to
provide control over batch jobs and distributed compute
nodes (http://www.clusterresources.com/pages/products/
torque-resource-manager.php). Results were stored in a
MySQL database (http://www.mysql.com/).
Each program was run independently. Parameters were
chosen to make detection as sensitive as possible. The rate
of false positives was minimized by running the TE detec-
tion softwares on 200-kb fragments of genomic sequence
shufﬂed by di-nucleotides using the program shufﬂe
[HMMer Package; (16)]. For each of the programs
BLASTER, RepeatMasker and Censor, the highest score
obtained for these di-nucleotide shufﬂed chunks was used
as a threshold to ﬁlter out the results obtained on the true
genome chunks. Simple repeats were removed from the
TE annotation. TE models <20 bp were discarded.
RepeatMasker was run with the MaskerAid (17) search
engine with sensitive parameters (‘–cutoff 200 –w –s
–gccalc –nolow –no_is’). We found MaskerAid to be
more sensitive and much faster than Cross-match, under
sensitive parameters. Censor was used at high sensitivity
with parameter ‘–s –ns’. BLASTER now uses WU-
BLAST as a search engine, and has also been set to
more sensitive parameters, (inspired from MaskerAid
settings). We used Blaster with parameters ‘–W –S 4’.
The RMBLR procedure (9) has been replaced by a new
procedure, called ‘combinedBLR’, which now combines
the results obtained from BLASTER, RepeatMasker
and Censor and gives them to MATCHER for chaining.
To do this, we normalized alignment scores to be the hit
length times the identity percentage. The MATCHER
program has been developed to map match results onto
query sequences by ﬁrst ﬁltering overlapping hits. When
two matches overlap on the genomic (query) sequence, the
one with the best alignment score is kept, the other is
truncated so that only non-overlapping regions remain
on the match. As a result of this procedure a match is
totally removed only if it is included in a longer one
with a best score.
Long insertions or deletions in the query or subject
could result in two matches, instead of one with a long
gap. Thus the remaining matches are chained by dynamic
programming. A score is calculated by summing match
scores and subtracting a gap penalty (0.05 times the gap
length) as well as a mismatch penalty (0.2 times the
mismatch length region), as described previously (18).
The chaining algorithm [(19), pp. 325–329] is modiﬁed
to produce local alignments. A match is associated with a
chain of other matches only if this results in a higher score.
The best-scoring chain is kept and the search is repeated
minus this chain until no more chain is found. This algo-
rithm is run independently for matches on strand +/+,
+/ and /+. A maximum of 20 bp of overlap is
allowed between matches. The chaining algorithm enables
the recovery of TE sequences containing long insertions.
Although BLASTER, RepeatMasker and Censor are
front ends of the same WU-BLAST program, they cover
respectively 21, 18 and 19 Mb of the genome sequence,
when the RU TE reference set is used (Supplementary
Table S3). Note that without any score threshold, they
appear to have a high false positive rate (cover 90, 18
and 23 Mb, respectively). To reduce the false positive
rates we rely on a statistical procedure to set their par-
ameters at very high-sensitive values. Supplementary
Table S4 shows TE-detection overlaps between the three
softwares. BLASTER appears to be the most sensitive,
followed by Censor and then RepeatMasker. This is a
consequence of the different BLAST parameters used by
these programs. When results obtained by the three
programs are combined, TE coverage (excluding satellite)
is increased to 21.7 Mb.
The Arabidopsis genome contains several regions where
TE sequences cluster, often as a result of nested insertions.
These are particularly challenging to detect and classic
annotation algorithms may fail to connect fragments of
split TEs. This prompted us to implement a ‘long join’
procedure, which is based on age estimates of TE
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fragments. Fragments to be joined must be co-linear and
have the same age, as estimated using the percentage of
identity with the TE reference sequence (20). In the ‘nest
join’ version of the procedure, the inner TE sequence
cover >95% of the region between the two fragments to
be joined and be younger. TE sequences can also be split
as a result of large non-TE sequence insertions. To
account for this possibility, TE fragments that have the
same age, are separated by an insert of <5 kb and align
within 500 bp of each other on the TE reference sequence
(Figure 1) are joined in a version of the ‘long join’ pro-
cedure referred to as ‘simple join’.
TE fragments already connected in a previous step by
MATCHER are split if inner TE fragments are younger
than outer joined fragments. Although the ‘long join’ pro-
cedure outperforms MATCHER, which relies on dynamic
programming and a scoring scheme that are ill adapted for
extreme situations, it did produce only few ‘simple join’
and no ‘nest join’. Indeed, many ‘long join’ were denied
because fragments are too dissimilar in age (>2% differ-
ence in age) or too far apart (>100 kb). Results are
summarized in Supplementary Table S5.
Assigning conﬁdence scores to TE sequence models
The pipeline provides TE sequence models composed of
four lines of evidence, one for each TE reference sequence
set. The longest evidence (maximum length) for each TE
sequence model is recognized as ‘best evidence’ and is used
to determine the precise genomic coordinates. A score is
assigned to the model based on the origin of the best
evidence supporting the model. Indeed, because small in-
sertions, unrelated to the TE sequence, may be present in
the genomic copies that were used for building the
OptCoding, MaxSize and Opt TE reference sequence
sets (7), evidence obtained with these different sets may
not be all equally reliable. In fact, the coding constraint
imposed on the OptCoding design makes this TE reference
sequence set more reliable than Opt and MaxSize. A score
of 3 (best) is attributed to models supported by at least
RU or OptCoding, a score of 2 when support comes from
Opt only and a score of 1 when support come from
MaxSize alone. In cases where the longest evidence has
a lower score than shorter evidence (>100 bp) and does
not expand it by >50 bp, the higher score is assigned to the
longest evidence.
Satellites are comprised of highly embedded tandem re-
peats, and the long-join procedure does not seem to work
well when the TE reference sequence sets OptCoding, Opt
or MaxSize are used. Indeed these TE-reference-sequence
sets tend to merge many satellite units into one big unit. In
contrast, RU tends to keep unit boundaries for tandem
repeats. Satellites were thus annotated solely based on RU
evidence and with no score attached.
RU provides best evidence for the largest set
12 922 (40%) of annotated TE sequence models,
followed by Opt 12 214 (38%), MaxSize 5758 (18%) and
OptCoding 981 (4%). Of the 31 245 annotated TE models,
13 752 (44%) have a score of 3; 11 773 (37.7%) a score
of 2 and 5720 (18.3%) a score of 1. In addition, 3342
sequences were annotated as satellites. Note that because
of the stringent statistical threshold used to detect TE se-
quences with high conﬁdence, some old TE insertions are
likely missed, such as those proposed to be responsible for
the epigenetic regulation of the imprinted gene FWA (21).
DNA methylation analysis
Single-nucleotide resolution DNA methylation data were
used from Cokus et al. (5). DNA methylation analysis was
carried out separately for CG, CHG and CHH sites
(Supplementary Figure S6). Sites were considered as
methylated if at least 10% of the reads (CG sites) or at
least one read (CHG and CHH sites) were indicative of
methylation. However, because CG methylation was
found to be symmetrical, as expected, methylation status
was copied to the opposite strand in cases of no or insuf-
ﬁcient coverage for that strand. Although CHG sites are
symmetrical, CHG methylation was found to depart sig-
niﬁcantly from symmetry in a large number of cases, and
thus methylation status of CHG sites was not copied to
the opposite strand in cases of insufﬁcient coverage for
one strand. Once the methylation status of all available
sites was established, DNA methylation for TE sequences
or any other annotated feature is computed as a fraction
of methylated Cs to the total number of covered Cs, for
each of the three types of sites.
High-density tiling microarray datasets (22) were down-
loaded from the Gene Expression Omnibus (GSE5974).
Potentially cross-hybridizing probes were identiﬁed by
aligning them on the genomic sequence with nucmer
from the MUMmer v3 package (23) with parameters:
–maxmatch –minmatch=10 –mincluster=50 –nosimplify.
A total of 36 993 probes (out of 382 178) were removed
from the analysis because they had multiple matches with
Figure 1. Schematic dot plot representation of ‘simple join’ conditions.
Matching regions between genomic and TE reference sequence are rep-
resented by diagonals. Note that these regions might be fragments
already connected by MATCHER. X and Y indicate percentage of
identity to the TE reference sequence. a and b refer to the length of
non-matching DNA on the TE reference and genomic sequences,
respectively.
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85% identity or more. For each annotated feature, the
cumulated sequence length of probes identifying a
positive methylation signal was normalized by total
length of probes covering the feature.
siRNA density
Small RNAs deep-sequencing data obtained from
Arabidopsis Whole-aerial tissues were downloaded from
GEO (accession: GSE14696) (24) and used to calculate the
24-nt siRNA density for all TE sequences with deﬁned
DNA methylation patterns. As there was a high correl-
ation between different replicates of this library, we
merged them together to achieve a 6 million read library.
Reads were mapped to the A. thaliana genome using
MUMmer v3 and 24-nt siRNA density was calculated as
follows:
ND ¼
P NRi
NMi
TNRRegion length 10
8:
Where NRi is the number of reads corresponding to match
Mi and NMi is the total number of matches for the
sequence across the genome. TNR is the total number of
reads in library and Region length is the length of TE
sequence for which density is being calculated. Densities
are expressed as number of reads per kilobite of the
sequence per hundred thousand of the library reads.
The R package (http://cran.r-project.org) and Perl
(http://www.perl.org) were used for the statistical and
DNA methylation analyses, respectively.
RESULTS
Improved annotation of TE sequences
Identiﬁcation of TE sequences within genomes by
homology searches is challenging because many of these
sequences are highly degenerate derivatives of functional
TEs or occur as nested insertions. Previously, we described
a method that substantially improves TE sequence detec-
tion (7). This method relies on the use of multiple sets of
TE reference sequences, speciﬁcally designed to reﬂect
diverse aspects of TE structure and evolution on the one
hand, and on a TE annotation pipeline which combines
several sequence-similarity search programs on the other
(7). The annotation pipeline has been further reﬁned, in
particular to allow for the detection of nested insertions
through a ‘long join procedure’. Brieﬂy, two or more TE
sequences separated by <5 kb in the genome are joined
together in the ﬁnal annotation if they align in the same
order and orientation within <500 bp from each other on
the corresponding TE reference sequence and if they
diverge from it to a similar extent (Figure 1; ‘Materials
and Methods’ section).
Using this improved version of the TE-annotation
pipeline, we now identify a total of 31 245 TE sequences,
which cover 25 Mb (21%) of the 119-Mb genome sequence
available. As initially reported (4), retroelements, which
transpose through an RNA intermediate, represent the
largest fraction of TE sequences (10 Mb), followed
by helitrons (8 Mb) and DNA transposons (7 Mb),
which transpose through rolling circle and cut and paste
processes, respectively. A detailed description of the de-
tected TE sequence models is provided in File 1 in
Supplementary Data and the new annotation can be
found at TAIR, starting with release 8. Of note, 85%
and 2.5%, respectively, of sequences annotated in the
TAIR release 7 as pseudogenes (3315/3897) and genes
(790/31 726) show at least 75% overlap with our TE an-
notation (File 2 in Supplementary Data), indicating that
they are in all likelihood TEs.
Deﬁning a robust DNA methylation dataset
Two studies have combined bisulphite treatment of
genomic DNA, which converts unmethylated cytosines
to uracils but leaves methylated cytosines intact, with
next-generation sequencing to provide single-nucleotide
resolution DNA methylation maps of the Arabidopsis
genome (5,6). The two studies produced essentially iden-
tical results and although no extensive analysis of TE se-
quences was carried out, it was concluded in both cases
that repeat elements including TEs are typically methyl-
ated at CG, CHG and CHH sites. Moreover, these two
studies reported that 30% of genes are methylated, but
almost exclusively at CG sites and within part of the
transcribed region only.
In order to explore the genome-wide patterns of DNA
methylation associated with TE sequences more systemat-
ically and in greater detail, the DNA methylation data of
Cokus et al. (5) were ﬁrst reassessed. Although the average
sequencing coverage was 20-fold (5), large variations
were observed, with 66.7% and 1.3% of sequenced cyto-
sines covered by >10 or <50 reads, respectively (Figure 2).
To avoid any potential problems resulting from this
uneven coverage, only those cytosines with read depths
between 10 and 50 were considered for our analysis,
which amounted to 32% of uniquely mapped cytosines.
Although CG sites are usually either unmethylated or
methylated on over 80% of the molecules sequenced (5,6),
a signiﬁcant number (15% of total) have intermediate
methylation levels (File 3 in Supplementary Data). Thus,
among CG sites with at least one read indicative of methy-
lation, only 53% in genes and 66% in TE sequences have
methylation levels above 80% (Supplementary Figure S1).
Given the possible involvement of transcription in gene
body methylation (22,25), lower levels of methylation of
CG sites within genes could reﬂect tissue-speciﬁc differ-
ences in expression. In the case of TE sequences, which
are not transcribed in most cell types, intermediate levels
of methylation at CG sites may rather indicate active
demethylation or preferential action of the de novo,
RNA-directed DNA methylation (RdDM) pathway over
the so-called maintenance DNA methylation at these sites
(3). Our analysis also conﬁrmed that in contrast to CG
methylation, CHG and CHH methylation, which are re-
stricted almost exclusively to TE sequences and other
repeat elements, rarely reach levels greater than 80% (5,6).
Based on these observations, sites were declared as
methylated if at least 10% of the reads for CG sites or
at least one read for CHG and CHH sites indicate methy-
lation. Using these criteria, 82, 74 and 31% of CG, CHG
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and CHH sites within TE sequences are methylated, re-
spectively, which is much higher than for genes (26, 4 and
3% for CG, CHG and CHH sites, respectively; File 3 in
Supplementary Data). Furthermore, the frequency of
methylated sites within the ﬁrst 500 bp beyond genes de-
creases 4-fold for CG sites (7%) and remains consistent-
ly low for CHG and CHH sites. In contrast, the frequency
of methylated CG, CHG and CHH sites is only reduced
2-fold within the ﬁrst 500 bp outside of TE sequences (42,
36 and 16%, respectively). This lower reduction in the
frequency of methylated sites outside of TE sequences
compared to genes could indicate that our annotation
pipeline does not precisely deﬁne TE sequence boundaries
or else that DNA methylation can spread from TE
sequences into ﬂanking regions (see below). We also
note that among CHG sites declared as methylated, a
large proportion (>30%) have statistically signiﬁcant
discordant methylation levels between the two strands
(P< 0.05 in Chi-square goodness of ﬁt test;
Supplementary Figure S2). Furthermore, almost all of
the latter are devoid of matching siRNAs (data not
shown). These ﬁndings indicate that in at least 30% of
cases, neither sequence symmetry nor siRNAs play any
role in maintaining CHG methylation, which is consistent
with this process relying predominantly on a reinforc-
ing loop with dimethylation of lysine 9 of histone H3 (2).
Methylation status of TE sequences
We next determined the DNA methylation status of all
individual TE sequences with sufﬁcient information for
CG, CHG and CHH sites. Given the repeated nature of
TEs and the fact that only sequence reads that map to
unique genomic locations with very high conﬁdence are
considered (5), cytosine coverage is reduced for TE se-
quences (66%) relative to the whole genome (85.6%).
Nonetheless, a quarter of cytosines within TE sequences
have read depths between 10 and 50, a fraction similar to
that for the whole genome (27.2%) and almost identical
for CG, CHG and CHH sites. Based on these observa-
tions, we only considered the 13 667 TE sequences (43.7%
of total) for which information is available for >25% of
each of the three distinct types of sites and the 3418 TE
sequences (10.9% of total) containing only one (CHH) or
two types (CHH and CG or CHG) of sites and still ful-
ﬁlling the >25% coverage criterion for these sites. Two
main categories of TE sequences are thus excluded from
our analysis, those corresponding to recent insertions and
for which reads could not be assigned unambiguously
because of two or more possible matches in the genome,
and those for which technical or other biases lead to
<25% coverage for CG, CHG or CHH sites.
For each of the 17 085 TE sequences retained for
analysis, we determined the methylation status separately
for CG, CHG and CHH sites. A sequence was deemed
methylated at a given type of site if at least 5% of the
sites of this type had reads indicative of methylation,
a value that is above the level of non-conversion of
unmethylated cytosines [2–4%; (5)]. As illustrated in
Figure 3, the fraction of methylated sites within individual
TE sequences differs dramatically between CG, CHG and
CHH sites. Thus, whereas CG sites are typically all
unmethylated or all methylated within a given TE
sequence, the fraction of methylated CHG sites varies
almost linearly between 0% and 100% (with the exception
of a peak at 98–100%) and that of CHH sites rarely
exceeds 50%. To simplify the analysis, and because the
reason(s) for such wide variations in the frequency of
methylated CHG and CHH sites remain to be determined,
the methylation status of individual TE sequences was
simply summarized as either methylated (M) or
un-methylated (U) for each of the three types of sites
based on the 5% threshold deﬁned above. This convention
leads therefore to eight possible DNA methylation
patterns (Table 1), or 10 in the case of TE sequences
that are devoid of CG and/or CHG sites
(Supplementary Table S1). Although all 18 patterns are
observed, few predominate.
Thus, among the 13 667 TE sequences with >25% of
informative CG, CHG and CHH sites, 58% have an
MMM pattern (methylated in all three types of sites)
and another 20% have a UUU pattern (unmethylated;
Figure 2. Read-depth coverage map of whole-genome bisulphite
sequencing dataset (5). (a) The x-axis shows the number of bisulphite
sequencing reads at a given cytosine and the y-axis represents number
of sites. Most cytosines in all three sequence contexts are covered by
<10 reads. For our analysis, only those cytosines were considered for
which read depths were between 10 and 50. This proportion, shown in
grey, represents 32% of the original data in all three cytosine
contexts. (b) Fraction of methyl-cytosines detected at a given
sequencing coverage (Read depth). Read depths below 10 lead to an
underestimation of methylated CHG and CHH sites, while read depths
above 50 tend to be more often associated with methylated cytosines at
all three types of sites.
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Table 1). Moreover, the next most abundant pattern is
UUM (6%), which is characterized by a particularly low
median level of methylation for methylated CHH sites and
a low-median frequency of such sites (1% and 8%,
respectively, compared to 6% and 36% for the MMM
pattern). Thus, whereas a majority of TE sequences for
which information is available for CG, CHG and CHH
sites are densely methylated, a large proportion (26%) are
not signiﬁcantly methylated at any of the three types of
sites. Another 10% of TE sequences are methylated
mainly at CG sites (MUM, MMU and MUU patterns)
and have low median levels of methylation and frequency
of methylated CG sites (12–40% and 38–75%, respect-
ively, compared to 82% and 100% for the MMM
pattern). These TE sequences therefore have methylation
patterns resembling those of methylated genes. Finally, a
small proportion of TE sequences exhibit non-CG
methylation only (UMU and UMM patterns, 5% of
total). Methylation data obtained by immunoprecipitation
of DNA with an anti-methylcytosine antibody followed by
hybridization to a high-density genome-tiling microarray
[MeDIP chip; (22)] were used to validate the pertinence
of the main and most contrasted patterns MMM and
UUU+UUM. Out of the 382 178 probes on the array,
14 482 were extracted that covered, with little risk of
cross-hybridization (see ‘Materials and Methods’
section), 4272 MMM and 1433 UUU + UUM TE se-
quences. Overall, 75 and 98% of probes corresponding
to MMM and UUU+UUM patterns were declared as
methylated and unmethylated, respectively, validating our
classiﬁcation and indicating a higher sensitivity of
bisulphite sequencing over MeDIP in detecting methylated
DNA, as previously reported (26).
Among the 3418 TE sequences devoid of CG and/or
CHG sites and with >25% of informative sites of the
other type(s), 42% have patterns (U, -UU and U-U)
clearly indicative of no, or very low, methylation
(Supplementary Table S1). The -UM and U-M patterns
(8% of total) also indicate very low methylation as they
Figure 3. Frequency of methylated CG, CHG and CHH sites in TE
sequences. (a) Boxplots showing frequency distribution of methyl-
cytosines for TE sequences methylated for at least one type of site.
Most of these TE sequences have almost all of their CG sites and a
majority of their CHG sites methylated. (b) Frequency distribution of
all TE sequences in relation to percentage of methylated sites, for each
of the three types of sites.
Table 1. Methylation patterns for 13367 TE sequences with CG, CHG and CHH sites
MMM UUU UUM MUM MUU UMU MMU UMM
No. TEs 7983 2687 768 554 469 453 449 304
Percentage TEs 0.58 0.20 0.06 0.04 0.03 0.03 0.03 0.02
Nb TEs in Heterochromatin 5802 591 205 279 175 113 210 82
Nb TEs in Euchromatin 2181 2096 563 275 294 340 239 222
Average size (bp) 887 443 396 443 591 635 679 488
Average size in Heterochromatin 929 398 332 453 589 583 612 440
Average size in Euchromatin 777 456 419 433 593 652 738 506
Average distance* 0.24 0.27 0.27 0.26 0.26 0.27 0.26 0.27
Median Frequency of methylated sites
CG 1.00 0.00 0.00 0.75 0.38 0.00 0.60 0.00
CHG 0.90 0.00 0.00 0.00 0.00 0.17 0.29 0.25
CHH 0.36 0.00 0.08 0.12 0.02 0.02 0.03 0.10
Median level of methylation (methylated reads/total reads)
CG 0.82 0.00 0.00 0.40 0.12 0.00 0.37 0.00
CHG 0.28 0.00 0.00 0.00 0.00 0.01 0.03 0.02
CHH 0.06 0.00 0.01 0.01 0.00 0.00 0.00 0.01
*Jukes–Cantor distance from reference sequence.
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are characterized by low median frequencies of methylated
CHH sites (12–13%). In contrast, the M pattern (20% of
total) is characterized by a much higher median frequency
of methylated sites (33%), close to that of the MMM
pattern (36%). Similarly, the other four patterns (-MM,
-MU, M-M, M-U, 30% of total) have median frequencies
of methylated sites comparable to those of the MMM
pattern. Thus, whereas half of the 3418 TE sequences
with no CG or CHG sites are densely methylated, the
other half have no or very low methylation, which is
twice the fraction of TE sequences with no or very low
methylation among those containing all three types of
sites. This latter result indicates therefore a critical role
for CG and CHG sites in dictating methylation of TE
sequences.
Arabidopsis TE sequences can be classiﬁed into 13
superfamilies, four corresponding to retroelements
(Copia, Gyspy, LINE and SINE), ﬁve to well-deﬁned
DNA transposons (En-Spm, Harbinger, HAT, MuDR
and Pogo) and one each to Helitrons, TEs of a composite
nature, Tc1/mariner and other DNA transposons. As
shown in Figure 4, the Gypsy and /En-Spm superfamilies
have the highest proportion (90%) of methylated TE
sequences, and RC/Helitrons and Tc1/mariner
superfamilies the lowest such fraction (40–50%).
Genomic distribution of TE sequences
The 119 Mb of available Arabidopsis genome sequence
can be divided into gene-rich/TE-poor and gene-poor/
TE-rich regions that form the euchromatic arms of
chromosomes and pericentromeric heterochromatin plus
interstitial heterochromatic knobs, respectively (4,21,27).
Our analysis indicates that more than two thirds of
densely methylated TE sequences (MMM, -MM, M-M
and M) and a similar proportion of unmethylated or
poorly methylated TE sequences are located within
pericentromeric heterochromatin and euchromatin, re-
spectively (Table 1 and Supplementary Table S1).
Furthermore, the last two categories of TE sequences
correspond mainly to TE relics depleted in CpGs, as
indicated by their shorter size compared to their densely
methylated counterparts and their higher divergence from
the cognate reference TE sequence (Figure 5). Thus, the
dense DNA methylation characteristic of heterochromatin
results not only from the much higher density of TE se-
quences compared to euchromatin, but also from the
larger ratio of methylated to unmethylated TE sequences
within heterochromatin and the longer length of
methylated TE sequences on average.
Although the vast majority of TE sequences are located
outside of genes and cluster within heterochromatin, 17%
of euchromatic TE sequences intersect with gene annota-
tions (Table 2). Furthermore, most of these TE sequences
overlay with exons, suggesting a high incidence of
‘exonization’ of TE sequences in Arabidopsis. Finally,
whereas 53% of these exonic TE sequences are
unmethylated (UUU+UUM), 24% are highly methylated
(MMM), suggesting a recent origin.
TE sequences and siRNAs
Deep sequencing of small RNAs has revealed that a large
fraction of methylated repeat elements present in the
Arabidopsis genome are characterized by an abundance
of matching 24-nt siRNAs throughout development (6).
To investigate more precisely the association of different
DNA methylation patterns of TE sequences with en-
dogenous 24-nt-long siRNAs, small RNA deep sequenc-
ing data obtained from Arabidopsis whole-aerial tissues
were downloaded from GEO (accession: GSE14696) (24)
and used to calculate the 24-nt siRNA density for all TE
sequences with deﬁned DNA-methylation patterns (see
‘Materials and Methods’ section). As expected, almost
all (95%) unmethylated TE sequences and many (48–
58%) of those poorly methylated are devoid of matching
24-nt siRNAs, irrespective of their location in euchroma-
tin or heterochromatin. On the other hand, 89 and 82% of
densely methylated TE sequences located respectively in
euchromatin and heterochromatin have matching 24-nt
siRNAs (Figure 6a and b). This result conﬁrms that
most densely methylated TE sequences are associated
not only with siRNAs, but also indicates a lower propor-
tion of such sequences in heterochromatin. Indeed,
differences between euchromatic and heterochromatic
methylated TE sequences were even more pronounced
when considering the proportion of those having an abun-
dance of matching siRNAs (density >0.25 reads/kb/105
library reads), which is 61% in euchromatin but only
21% in heterochromatin.
Given the high density of TE sequences in heterochro-
matin, we explored the possibility that methylation of
heterochromatic TE sequences with no matching 24-nt
siRNAs could occur through local spreading from
ﬂanking siRNA-targeted sequences. To this end we con-
sidered the set of 749 heterochromatic MMM TE se-
quences longer than 200 bp and with no matching 24-nt
siRNAs but ﬂanked within 1 kb on one or both sides
by sequences associated with siRNAs. Each TE sequence
was split in equal halves and DNA methylation densities
were calculated in non-overlapping 100-bp windows for
Figure 4. DNA methylation patterns within TE superfamilies.
Unmethylated TE sequences are found across all classes but >90%
of the sequences for LTR/Gypsy and DNA/En-Spm superfamilies are
methylated. The RC/Helitron and Tc1/mariner superfamilies comprise
the largest fraction (50–60%) of unmethylated TE sequences.
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each half and its corresponding siRNA-associated ﬂank.
As shown in Figure 6c, median DNA methylation
densities are uniformly high along the 1 kb ﬂanks, but
decrease progressively within the ﬁrst 500 bp of TE se-
quences with no matching siRNAs. Correspondingly,
the 5371 siRNA-associated MMM TE sequences show
higher DNA methylation than their ﬂanks, which may
or may not have matching siRNAs (Figure 6d). Taken
together, these ﬁndings provide strong evidence that
DNA methylation can spread over short distances
(500 bp) from siRNA-targeted regions into ﬂanking
sequences. Furthermore, analysis of additional methyl-
omes (6) reveals that DNA methylation gradients are
abolished in plants defective for the CG maintenance
methyltransferase MET1 but are still detectable in plants
Figure 5. Relationships between DNA methylation, size, CpG content and divergence of TE sequences. Color code is as in Figure 4.
(a) Unmethylated TE sequences tend to be smaller than their methylated counterparts. (b) Boxplots showing observed versus expected CpGs for
the three DNA methylation patterns considered. Unmethylated TE sequences are depleted in CpGs compared to poorly methylated TEs
(P-value=0.004793, Wilcoxon rank-sum test) or methylated TEs (P-value< 1 e  10). Poorly methylated TE sequences also have a lower CG
content compared to methylated TE sequences (P-value=5.369 e  13). (c and d) Average methylation levels of TE sequences are plotted according
to length or percentage of identity with the TE reference sequence. Signiﬁcant positive correlation (black curve) is observed in each case.
Table 2. TE sequences within genes
Methylation
pattern
Number
of TEs
Percentage
pattern
Intronic Exonic Percentage
intronic
Percentage
exonic
UUU 456 0.44 116 336 0.26 0.74
MMM 249 0.24 59 189 0.24 0.76
UUM 105 0.10 22 82 0.21 0.79
UMU 64 0.06 11 53 0.17 0.83
MUU 54 0.05 12 42 0.22 0.78
MUM 48 0.05 11 37 0.23 0.77
MMU 41 0.04 10 31 0.24 0.76
UMM 30 0.03 5 25 0.17 0.83
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Figure 6. Relationship between methylated TE sequences and 24-nt siRNAs. (a) Methylated euchromatic TE sequences are almost always associated
with an abundance of siRNAs. (b) A signiﬁcant number of heterochromatic TE sequences are methylated but not associated with siRNAs (c)
Methylated hetrochromatic TE sequences (size >200 bp) not associated with siRNAs but ﬂanked within 1 kb on one or both sides by sequences
associated with siRNAs. These TE sequences were split in half and DNA methylation densities were calculated in 100-bp windows along the two
ﬂanks and TE sequence halves by dividing the number of reads indicative of methylation at CG, CHG and CHH sites by the total number of
cytosine-covering reads. Results are shown as boxplots of DNA methylation densities. Average normalized siRNA densities are also indicated for
each 100-bp window. DNA methylation densities are uniform along the 1 kb ﬂanks, but decrease progressively within the ﬁrst 500 bp of TE sequences
from both sides. (d) TE sequences associated with 24-nt siRNAs show increasing methylation from their extremities and decreasing methylation in
their ﬂanks.
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that are simultaneously defective for the de novo DNA
methyltransferases DRM1 and DRM2 and the CHG-
speciﬁc DNA methyltransferase CMT3 [drm1, drm2
and cmt3 (ddc); Supplementary Figure S3a and b].
Nonetheless, the gradient in the ddc triple mutant is less
steep than in wild type. Finally, plants defective for
three of the four known Arabidopsis DNA demethylases
[ros1dml2dml3 or rdd triple mutant; (6)] display DNA
methylation gradients similar to wild type (Supplementary
Figure S3c). Taken together, these results rule out
any signiﬁcant contribution of active DNA demethyl-
ation to the gradients observed and suggest a complex
set of interactions between different DNA methyl-
transferases in promoting or limiting DNA methylation
spread.
To analyze further the local spreading of DNA methyl-
ation from siRNA-targeted TE sequences, methylation
densities were plotted separately for CG, CHG and
CHH sites (Figure 7). Although gradients are observed
in wild type for the three types of sites, slopes are
maximal for CHG, suggesting that CHG methylation
spreads over shorter distances than CG and CHH methyl-
ation. Furthermore, CHG methylation is completely abol-
ished both in the ﬂanks and within TE sequences in the
ddc triple mutant (Figure 7), suggesting that at least in this
background the residual CG and CHH methylation gra-
dients are contributed by DNA methyltransferases other
than DRM1, DRM2 and CMT3. These results, together
with the absence of any discernible methylation gradient
for CHG and CHH in met1 (Supplementary Figure S4),
provide additional evidence that the extent of DNA
methylation spread results from complex interactions
between different DNA methyltransferases.
Whereas most MMM TE sequences with no matching
siRNAs show decreasing DNA methylation towards their
middle, uniform DNA methylation across the entire
length is observed for some large TE sequences. This
suggests either a more extensive spreading of DNA
methylation in these cases or the existence of DNA
methylation mechanisms not associated, directly or
indirectly, with siRNAs. In agreement with the latter
hypothesis, the few euchromatic MMM TE sequences
Figure 7. Analysis of methylation spreading for CG, CHG and CHH sites. The ﬁgures in the ﬁrst and second columns correspond to wild type
(Col0) and the drm1, drm2, cmt3 triple mutant (ddc), respectively.
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with no matching siRNAs tend to have uniform DNA
methylation density throughout their length and are
typically ﬂanked by unmethylated sequences (data not
shown).
TE sequences and ﬂanking genes
It was previously shown that TE sequences tend to be less
methylated when located close to genes, presumably
because of deleterious effects of TE methylation on the
expression of neighboring genes (28). The proportion of
unmethylated TE sequences was reported to drop from
55% within genes to below 20% for the ﬁrst 500 bp
window away from genes, with little further decrease
beyond this point. However, this analysis did not distin-
guish euchromatic from heterochromatiic genes (28),
which are characterized by dramatically distinct intergenic
regions (short and TE-poor versus long and TE-rich,
respectively). This prompted us to explore further the
underrepresentation of methylated TE sequences near
genes using our extended dataset and only considering
genes within euchromatin. To this end, methylated and
unmethylated TE sequences were scored in 100-bp
windows for a distance of up to 1 kb upstream and
downstream of genes. Our analysis reveals that in eu-
chromatin, both methylated and unmethylated TE se-
quences tend in fact to over accumulate close to the 50-
and 30-ends of genes (Figure 8a). Moreover, although the
ratio of unmethylated versus methylated TE sequences
drops with distance away from genes, as previously
reported (28), this drop is rather limited (60% to a
minimum of 40%), speciﬁc to the 50-end of genes and
less discernible when considering only methylated TE se-
quences with matching siRNAs, which are the least
abundant overall (Figure 8b and Supplementary Table
S2). These results suggest therefore that methylated TE
sequences have more deleterious effects on transcription
initiation than termination and that these effects are more
severe when methylated TE sequences have matching
siRNAs.
We next tested if spreading of DNA methylation from
siRNA-targeted TE sequences could provide a plausible
explanation for the deleterious effects of TE methylation
on gene expression. For this, DNA methylation densities
were calculated in non-overlapping 100-bp windows for all
methylated euchromatic TE sequences (n=401)
associated with 24-nt siRNAs and ﬂanked by sequences
not associated with siRNAs. Although spreading is less
pronounced than in heterochromatin, it is nonetheless
clearly detectable over 200 bp beyond siRNA-targeted
sequences. Moreover, our analysis suggests that DNA
methylation spreads from the center of euchromatic TE
sequences towards their extremities, which are often not
associated with siRNAs (Supplementary Figure S5) unlike
their heterochromatic counterparts (Figure 6d).
DISCUSSION
Using a reﬁned version of our previous annotation
pipeline, we have obtained the most extensive dataset for
TE sequences in the Arabidopsis genome to date. Given
the high sensitivity and speciﬁcity of this pipeline, this
dataset is not expected to evolve substantially in the future.
Similarly, the use of stringent criteria for the analysis of
DNA methylation of TE sequences makes our conclusions
particularly robust, and should facilitate comparison of
DNA methylation patterns between different conditions
as well as between Arabidopsis accessions. Furthermore,
the methods used to determine the DNA methylation
status of individual TE sequences based on bisulphite-
sequencing data are general and can be implemented to
the systematic analysis of the association between DNA
methylation and any annotated features of genomes for
which single-nucleotide resolution methylomes are avail-
able (29).
Based on the 17 085 TE sequences (out of a total of
31 245) for which DNA methylation could be examined
with high precision, we have found that 26% are un-
methylated and another 15% have methylation patterns
that depart signiﬁcantly from the dense CG, CHG and
CHH methylation typically reported. These two categories
of TE sequences mainly correspond to short and highly
degenerate relics located in euchromatin, many of which
are missed by less sensitive detection pipelines. These relics
Figure 8. Distance between TE sequences and genes in euchromatin.
(a) Both methylated and unmethylated TE sequences tend to accumu-
late close to genes. Note that because results do not substantially differ
for the 50- and 30-ends of genes, they are not distinguished in the ﬁgure.
(b) The proportion of unmethylated to total TE sequences drops
slightly farther away from the 50-end of genes. No similar drop is
observed from the 30-end of genes. Only the TE sequence closest to
the start or stop codon was considered for this analysis.
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also tend to be depleted in CG sites, suggesting an import-
ant function for these sites in determining DNA
methylation density. Thus we can propose a scenario in
which TE sequences progressively lose CG sites because of
their higher methylation levels compared to CHG and
CHH sites and because of the higher mutability of
methylcytosines compared to cytosines. This progressive
loss would in turn reduce the potential for the affected
sequences to perpetuate methylation at CHG and CHH
sites, leading ultimately to complete loss of DNA
methylation.
While our analysis conﬁrms the association of siRNAs
with DNA methylation over TE sequences, an unexpect-
edly high number of densely methylated TE sequences are
characterized by the absence or near absence of matching
siRNAs. Such TE sequences are preferentially found in
heterochromatin. We have shown that in these cases,
DNA methylation most likely results from local spreading
(within 500 bp) from ﬂanking, siRNA-targeted sequences
(Figure 6c). We have also provided evidence that
DNA methylation spread occurs in euchromatin as well,
but that the extent of spreading is more limited than in
heterochromatin (200 bp versus 500 bp; Figure 6c and
Supplementary Figure S5). This could reﬂect either a
facilitating role of heterochromatin, an inhibitory effect of
euchromatin, or, as reported previously (30), a higher
DNA demethylation activity in euchromatin. The
spreading phenomenon we have uncovered here appears
distinct from so-called secondary RdDM, which is caused
by the biogenesis of secondary siRNAs from sequences
adjoining those initially targeted by RdDM (31–34).
Furthermore, the persistence of DNA methylation gradi-
ents for CG and CHH sites in the ddc triple mutant back-
ground (Figure 7) argues against an important role for
RdDM in DNA methylation spreading. However, we
cannot rule out that RdDM is involved, notably during
the reproductive phase when it is most active (3), and that
spreading of DNA methylation is maintained by MET1
and/or other DNA methyltransferases independently of
RdDM during plant growth.
Finally, our study indicates that TE sequences present
in euchromatin are more abundant closer to genes than
away from them. This pattern is observed both upstream
and downstream of genes, which could reﬂect a preference
for TEs to insert in ‘open’ chromatin. Indeed, preferential
insertion close to or within genes has been noted for
several TE families in maize and rice (35), even though
such events are unlikely to be maintained over evolution-
ary timescales because of their high potential to be dele-
terious. We have also shown that methylated TE
sequences are slightly underrepresented compared to
their unmethylated counterparts close to the 50-end of
genes and that methylated TE sequences with matching
siRNAs are least abundant and somewhat more uniformly
distributed within the 50-end of genes than methylated se-
quences with no matching siRNAs (Supplementary Table
S2). Given the known inhibitory effect of DNA methyla-
tion on promoter activity, it is therefore reasonable to
speculate that DNA methylation spread contributes
signiﬁcantly to the negative impact of methylated TE
sequences on neighboring gene expression. In support of
this view, both in A. thaliana and A. lyrata, genes that are
located <500 bp away from TE sequences tend to be ex-
pressed at lower levels than genes further away, and this
reduction in gene expression is more pronounced when the
TE sequences have matching siRNAs (8).
SUPPLEMENTARY DATA
Supplementary Data are available at NAR Online.
ACKNOWLEDGEMENTS
We thank David Swarbreck for valuable insights on TE
annotation, Eva Huala for helping us to access The
Arabidopsis Information Ressource, Franc¸ois Roudier
for critical reading of the manuscript and members of
the Colot group for discussions.
FUNDING
Agence Nationale de la Recherche (ANR) ‘DDB1 project’
(to C.B. and V.C., in part); Centre National de la
Recherche Scientiﬁque (CNRS) ‘Groupement de
Recherche Elements Transposables’ (to V.C and H.Q.,
in part). PhD studentships from ANR and CNRS (I.A.
and A.S., respectively). Funding for open access charges:
CNRS.
Conﬂict of interest statement. None declared.
REFERENCES
1. Slotkin,R.K. and Martienssen,R. (2007) Transposable elements
and the epigenetic regulation of the genome. Nat. Rev. Genet., 8,
272–285.
2. Law,J.A. and Jacobsen,S.E. (2010) Establishing, maintaining and
modifying DNA methylation patterns in plants and animals. Nat.
Rev. Genet., 11, 204–220.
3. Teixeira,F.K. and Colot,V. (2010) Repeat elements and the
Arabidopsis DNA methylation landscape. Heredity, 105, 14–23.
4. The Arabidopsis Genome Initiative. (2000) Analysis of the
genome sequence of the ﬂowering plant Arabidopsis thaliana.
Nature, 408, 796–815.
5. Cokus,S.J., Feng,S., Zhang,X., Chen,Z., Merriman,B.,
Haudenschild,C.D., Pradhan,S., Nelson,S.F., Pellegrini,M. and
Jacobsen,S.E. (2008) Shotgun bisulphite sequencing of the
Arabidopsis genome reveals DNA methylation patterning. Nature,
452, 215–219.
6. Lister,R., O’Malley,R.C., Tonti-Filippini,J., Gregory,B.D.,
Berry,C.C., Millar,A.H. and Ecker,J.R. (2008) Highly integrated
single-base resolution maps of the epigenome in Arabidopsis.
Cell, 133, 523–536.
7. Buisine,N., Quesneville,H. and Colot,V. (2008) Improved
detection and annotation of transposable elements in sequenced
genomes using multiple reference sequence sets. Genomics, 91,
467–475.
8. Hollister,J.D., Smith,L.M., Guo,Y.L., Ott,F., Weigel,D. and
Gaut,B.S. (2011) Transposable elements and small RNAs
contribute to gene expression divergence between Arabidopsis
thaliana and Arabidopsis lyrata. Proc. Natl Acad. Sci. USA, 108,
2322–2327.
9. Quesneville,H., Bergman,C.M., Andrieu,O., Autard,D.,
Nouaud,D., Ashburner,M. and Anxolabehere,D. (2005) Combined
evidence annotation of transposable elements in genome
sequences. PLoS Comput. Biol., 1, 166–175.
12 Nucleic Acids Research, 2011
10. Quesneville,H., Nouaud,D. and Anxolabehere,D. (2003) Detection
of new transposable element families in Drosophila melanogaster
and Anopheles gambiae genomes. J. Mol. Evol., 57(Suppl. 1),
S50–S59.
11. Smit,A.F.A., Hubley,R. and Green,P. (1996–2004) Institute for
Systems Biology.
12. Jurka,J., Klonowski,P., Dagman,V. and Pelton,P. (1996)
CENSOR–a program for identiﬁcation and elimination of
repetitive elements from DNA sequences. Comput. Chem., 20,
119–121.
13. Kohany,O., Gentles,A.J., Hankus,L. and Jurka,J. (2006)
Annotation, submission and screening of repetitive elements in
Repbase: RepbaseSubmitter and Censor. BMC Bioinformatics, 7,
474.
14. Benson,G. (1999) Tandem repeats ﬁnder: a program to analyze
DNA sequences. Nucleic Acids Res., 27, 573–580.
15. Kolpakov,R., Bana,G. and Kucherov,G. (2003) mreps:
Efﬁcient and ﬂexible detection of tandem repeats in DNA.
Nucleic Acids Res., 31, 3672–3678.
16. Eddy,S.R. (1998) Proﬁle hidden Markov models. Bioinformatics,
14, 755–763.
17. Bedell,J.A., Korf,I. and Gish,W. (2000) MaskerAid: a
performance enhancement to RepeatMasker. Bioinformatics, 16,
1040–1041.
18. Chao,K.M., Zhang,J., Ostell,J. and Miller,W. (1995) A local
alignment tool for very long DNA sequences. Comput. Appl.
Biosci., 11, 147–153.
19. Gusﬁeld,D. (1997) Algorithms on Strings, Trees, and Sequences:
Computer Science and Computational Biology. Cambridge
University Press, New York, NY.
20. Kapitonov,V. and Jurka,J. (1996) The age of Alu subfamilies.
J. Mol. Evol., 42, 59–65.
21. Lippman,Z., Gendrel,A.V., Black,M., Vaughn,M.W., Dedhia,N.,
McCombie,W.R., Lavine,K., Mittal,V., May,B., Kasschau,K.D.
et al. (2004) Role of transposable elements in heterochromatin
and epigenetic control. Nature, 430, 471–476.
22. Zilberman,D., Gehring,M., Tran,R.K., Ballinger,T. and
Henikoff,S. (2007) Genome-wide analysis of Arabidopsis thaliana
DNA methylation uncovers an interdependence between
methylation and transcription. Nat. Genet., 39, 61–69.
23. Kurtz,S., Phillippy,A., Delcher,A.L., Smoot,M., Shumway,M.,
Antonescu,C. and Salzberg,S.L. (2004) Versatile and open
software for comparing large genomes. Genome Biol., 5, R12.
24. Fahlgren,N., Sullivan,C.M., Kasschau,K.D., Chapman,E.J.,
Cumbie,J.S., Montgomery,T.A., Gilbert,S.D., Dasenko,M.,
Backman,T.W., Givan,S.A. et al. (2009) Computational and
analytical framework for small RNA proﬁling by high-throughput
sequencing. RNA, 15, 992–1002.
25. Miura,A., Nakamura,M., Inagaki,S., Kobayashi,A., Saze,H. and
Kakutani,T. (2009) An Arabidopsis jmjC domain protein protects
transcribed genes from DNA methylation at CHG sites.
EMBO J., 28, 1078–1086.
26. Lister,R. and Ecker,J.R. (2009) Finding the ﬁfth base:
genome-wide sequencing of cytosine methylation. Genome Res.,
19, 959–966.
27. Bernatavichute,Y.V., Zhang,X., Cokus,S., Pellegrini,M. and
Jacobsen,S.E. (2008) Genome-wide association of histone H3
lysine nine methylation with CHG DNA methylation in
Arabidopsis thaliana. PLoS One, 3, e3156.
28. Hollister,J.D. and Gaut,B.S. (2009) Epigenetic silencing of
transposable elements: a trade-off between reduced transposition
and deleterious effects on neighboring gene expression.
Genome Res., 19, 1419–1428.
29. Pelizzola,M. and Ecker,J.R. (2010) The DNA methylome.
FEBS Lett.
30. Penterman,J., Zilberman,D., Huh,J.H., Ballinger,T., Henikoff,S.
and Fischer,R.L. (2007) DNA demethylation in the Arabidopsis
genome. Proc. Natl Acad. Sci. USA, 104, 6752–6757.
31. Kanno,T., Bucher,E., Daxinger,L., Huettel,B., Bohmdorfer,G.,
Gregor,W., Kreil,D.P., Matzke,M. and Matzke,A.J. (2008) A
structural-maintenance-of-chromosomes hinge domain-containing
protein is required for RNA-directed DNA methylation.
Nat. Genet., 40, 670–675.
32. Henderson,I.R. and Jacobsen,S.E. (2008) Tandem repeats
upstream of the Arabidopsis endogene SDC recruit non-CG
DNA methylation and initiate siRNA spreading. Genes Dev., 22,
1597–1606.
33. Daxinger,L., Kanno,T., Bucher,E., van der Winden,J.,
Naumann,U., Matzke,A.J. and Matzke,M. (2009) A stepwise
pathway for biogenesis of 24-nt secondary siRNAs and spreading
of DNA methylation. EMBO J., 28, 48–57.
34. Saze,H. and Kakutani,T. (2007) Heritable epigenetic mutation of
a transposon-ﬂanked Arabidopsis gene due to lack of the
chromatin-remodeling factor DDM1. EMBO J., 26, 3641–3652.
35. Dooner,H.K. and Weil,C.F. (2007) Give-and-take: interactions
between DNA transposons and their host plant genomes.
Curr. Opin. Genet. Dev., 17, 486–492.
Nucleic Acids Research, 2011 13
Page 114
 3.2.3 Relation entre la densité en siARN des ET et les gènes adjacents.
La  majorité  des  ET  présentant  une  méthylation  de  l'ADN  est  localisée  dans  les  régions 
péricentromériques, pauvres en gènes. Cependant, l'analyse de données de séquençage bisulfite a 
montré qu'un tiers  des ET méthylés sont situés le long des bras chromosomiques au niveau de 
régions riches en gènes (cf partie 3.2.2). Les mutations dans les gènes  DDM1 et  MET1 induisent 
une  perte  de  la  méthylation  au  niveau  des  séquences  répétées  entraînant  leur  réactivation 
transcriptionnelle mais elles n'ont qu'un impact limité sur l'expression des gènes chez Arabidopsis  
thaliana (Lippman et al.  2004; Chen et  al.  2008). Des pertes de méthylation ont été également 
observées dans des tissus spécifiques (pollen, albumen) ou suite à des stress biotiques ou abiotiques 
(Slotkin et al. 2009; Gehring, Bubb, and Henikoff 2009; Pavet et al. 2006; Chinnusamy and Zhu 
2009). Il a cependant été montré que la perte de méthylation de l'ADN au niveau des séquences 
répétées peut entraîner une modification de l'expression des gènes situés à proximité. C'est le cas du 
gène  FWA,  dont  le  promoteur  contient  une  séquence  de  type  SINE  dont  les  cytosines  sont 
méthylées, qui est réactivé de manière constitutive dans les mutants  ddm1 et  met1 ainsi que dans 
l'albumen  de  plantes  sauvages  suite  à  la  diminution  de  l'expression  de  MET1 couplée  à  une 
déméthylation active par l'ADN glycosylase DEMETER (W. J. Soppe et al. 2000; Kinoshita et al. 
2004). La région promotrice de FWA est productrice de siARN qui contrôlent l'établissement de la 
méthylation de l'ADN à ce locus (Chan et al. 2006).
J'ai  voulu  explorer,  de  façon  systématique,  la  densité  en  siARN au niveau  des  ET situés  à 
proximité  des  gènes  afin  d'identifier  les  gènes  pouvant  être  soumis  à  une  régulation  par  la 
méthylation de l'ADN et/ou les siARN des ET adjactents. J'ai d'abord étudié si les siARN avaient 
une incidence sur la localisation des ET situés à proximité des gènes. Je me suis donc intéressé à la 
distance entre les gènes et les ET en fonction de l'association en siARN de ces derniers. Puis j'ai 
voulu définir  si  l'abondance en siARN dans  les  ET à proximité  des  gènes  avait  un impact  sur 
l'expression de ces gènes.
 3.2.3.1 Analyse de la distance entre les ET méthylés et les gènes  
Nous  avons  comparé  la  distance  gènes-ET en  séparant  les  ET en  fonction  de  leur  état  de 
méthylation. En utilisant des données de séquençage de l'ADN après conversion au bisulfite (Cokus 
et al. 2008), nous avons pu déterminer le niveau de méthylation des cytosines et ainsi attribuer un 
état  de méthylation aux ET. Nous nous sommes focalisés sur les ET localisés le long des bras 
chromosomiques et définis comme non méthylés (absence de méthylation dans les 3 contextes de 
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Figure 3.8 : Localisation des ET à proximité des gènes. Distribution des ET méthylés et non méthylés en amont et 
en aval des gènes localisés le long les bras chromosomiques.
Figure 3.9 : Densité en siARN des ET à proximité des gènes. Distribution de la densité normalisée en siARN des 
ET situés à proximité des gènes localisés le long les bras chromosomiques.
Figure 3.10 : Relation entre la densité en siARN des ET méthylés des bras chromosomiques et leur distance 
avec le gène le plus proche. Les ET ont été séparés en quartiles en fonction de leur densité en siARN. Chaque groupe 
contient 25% des ET à proximité des gènes. Le gradient de couleur va des plus faibles densités aux plus fortes.
A. B.
cytosine) ou méthylés (forte méthylation dans les 3 contextes de cytosine) (cf partie 3.2.2).
La distribution des ET méthylés (ETm) et non méthylés (ETnm) en amont et en aval des gènes 
(fig. 3.8) indique une sous représentation des ETm à proximité des gènes, ce qui est en accord avec 
les résultats obtenus par Hollister en 2009. De plus, l'analyse réalisée ici met en évidence que cette 
sous-représentation est plus prononcée au niveau de la région 5' des gènes. Nous avons cherché s'il 
existe une relation entre la densité en siARN des ETm situés sur les bras chromosomiques et leur 
distance avec les  gènes.  La représentation  de la  densité  moyenne en  siARN des  ETm situés  à 
proximité des gènes (fig.  3.9) montre un pic à 500 bp en amont des régions promotrices.  Cela 
indique que les ETm situés dans cette région ont une densité en siARN supérieure aux ETm situés à 
plus  grande  distance.  En  aval  des  gènes,  une  plus  forte  densité  moyenne  en  siARN est  aussi 
observée au niveau des ETm proches des gènes. Toutefois, dans cette région, la courbe de densité ne 
présente pas de déplétion à proximité immédiate des gènes comme c'est le cas pour la région située 
en 5' des gènes. Les ETm avec une forte densité en siARN semblent donc être plus proches des 
gènes que ceux à faible abondance en siARN.
Afin de vérifier ce résultat, les ETm des bras chromosomiques ont été séparés en 4 populations 
de taille égale en fonction de leur densité en siARN. Les distances entre ces ET et le gène le plus 
proche (moins de 2kb) ont ensuite été comparées pour ces sous-populations. Les ETm avec les plus 
fortes densités en siARN sont significativement plus proches des gènes que ceux ayant une densité 
plus faibles en siARN (fig. 3.10 A). L'étude de la localisation des 4 groupes d'ETm indique que les 
ETm les plus fortement associés à des siARN sont majoritaires dans une région de 200 à 700 bp en 
amont des gènes (fig. 3.10 B).
Je me suis ensuite intéressé aux fonctions des gènes ayant un ETm à proximité en fonction de 
leur densité en siARN. Pour cela, j'ai d'abord réalisé une analyse de l'ontologie des 1 214 gènes 
proches d'ETm quelle que soit leur densité en siARN. Les processus biologiques sur-représentés 
pour ces gènes incluent, parmi d'autres, la réponse au stress ainsi que le développement (fig.  3.11 
A). Le même type d'analyse a été appliqué aux gènes proches d'ET avec les plus faibles (quartile 1) 
ou les plus fortes (quartile 4) densités en siARN. Ces deux listes de gènes présentent aussi des 
enrichissements en ontologies liées au développement ou à la réponse au stress. Cependant, une 
plus forte proportion de gènes à proximité d'ET à faible densité en siARN est impliquée dans la 
réponse aux stress (fig 3.11 B). A l'inverse, une plus grande proportion de gènes proches des d'ET 
avec les plus fortes densités en siARN est impliquée dans des processus liés au développement. Ces 
résultats sont potentiellement intéressants et justifieraient une analyse plus approfondie.
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Figure 3.11 : Analyse des ontologies enrichies pour les gènes situés à proximité d'ET méthylés.  (A) Ontologies 
des processus biologiques sur-représentés.  (B) Comparaison de la proportion de gènes impliqués dans des processus 
liés au développement ou à la réponse au stress pour les gènes proches d'ET avec les plus faibles densités en siARN 
(quartile 1 ; jaune) ou les plus fortes densités en siARN (quartile 4 ; rouge).
A. B.
Figure 3.12 : Expression des gènes en fonction de la densité en siARN des ET méthylés situés à proximité. Les 
gènes ont été séparés en quatre groupes en fonction de la densité en siARN dans les ET situés à proximité. Le groupe q1 
(jaune clair) correspond aux gènes à proximité d'ET avec les plus faibles densités en siARN, le groupe q4 correspond 
aux  gènes  situés  à  proximité d'ET avec les  plus  fortes  densités.  L'expression a été  analysée dans différents  tissus 
végétatifs ou reproducteurs. L'intensité de chaque gène est normalisée par la médiane des intensités obtenues dans tous 
les tissus disponibles. Les différences significatives sont indiquées (* p-value < 0,1 ; ** p-value < 0,05).
 3.2.3.2 Impact de la densité en siARN des ET sur l'expression des gènes à proximité  
Certains tissus présentent une diminution de la méthylation de l'ADN au niveau des ET, ce qui 
pourrait entrainer une modification de l'expression des gènes situés à proximité (Gehring, Bubb, and 
Henikoff 2009; Hsieh et al. 2011). J'ai regardé si l'abondance en siARN dans les ETm entraîne des 
variations de l'expression des gènes situés à proximité dans certains tissus, en particulier dans les 
ceux qui présentent un niveau de méthylation réduit.  Pour cela,  nous avons utilisé des données 
publiques  d'expression  provenant  de  différents  tissus  d'Arabidopsis disponibles  sur  la  base  de 
données BAR (Botany Array Ressource ; Toufighi et al. 2005 )
J'ai comparé les niveaux d'expression dans différents tissus végétatifs et reproducteurs pour les 
quatre groupes de gènes générés en fonction de la densité en siARN des ET situés à proximité 
(fig. 3.12). L'expression de chaque gène a été normalisée avec l'expression médiane de toutes les 
données  d'expression  disponibles  dans  les  différents  tissus  à  différents  temps  au  cours  du 
développement. Peu d'écarts d'expression sont observés pour les tissus végétatifs (rosette de 8 à 12 
feuilles) ainsi que dans les tissus floraux. L'expression des gènes situés à proximité d'ET méthylés 
est supérieure dans le pollen par rapport aux autres tissus. De plus, dans ce tissu, l'expression des 
gènes situés à proximité d'ET avec les plus faibles densités en siARN (q1) est significativement plus 
élevée que l'expression des gènes situés à proximité d'ET avec les plus fortes densités (q4) (test de 
rang de Wilcoxon, p.value < 0,05). Bien que les différences ne soient pas significatives entre les 
groupe q2 et q4, on peut noter une baisse progressive de l'expression à mesure que la densité en 
siARN  dans  les  ET  augmente.  Enfin,  les  gènes  présents  dans  le  groupe  q1  ont  un  niveau 
d'expression significativement différent de ceux présents dans les groupes q2 et q3. Ces résultats 
justifieraient une analyse plus approfondie.
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 3.3 Discussion  
 3.3.1 Différents critères permettent d'expliquer l'accumulation en siARN
L'analyse de l'accumulation des siARN d'ET a montré qu'une forte proportion d'ET n'est pas 
ciblées par des siARN. Cette absence de siARN a été observée pour toutes les superfamilles et 
familles d'ET présentes  chez  Arabidopsis.  La comparaison avec les  données  de méthylation de 
l'ADN indique que les ET non ciblés par des siARN sont majoritairement non méthylés. De plus, ce 
sont de courtes séquences qui présentent une forte divergence avec leur séquence de référence. Ces 
éléments  sont  des  reliques  d'ET et  n'ont  donc  plus,  a  priori,  de  potentiel  transcriptionnel  ni  la 
capacité de transposer. Enfin, ils sont principalement localisés dans les régions riches en gènes (bras 
chromosomiques) et sont sur-représentés à proximité des gènes par rapport aux ET méthylés. Cela 
est conforme au modèle d'exaptation des éléments transposables, c'est-à-dire la cooptation ou le 
recrutement des séquences d'ET pour la régulation de l'expression des gènes.
Les analyses globales n'ont pas permis de mettre en évidence des différences d'abondance en 
siARN au niveau des ET en fonction de leur localisation le long des chromosomes. Cependant, les 
superfamilles les plus abondantes dans les régions péricentromériques (LTR/Gypsy et  DNA/En-
Spm) sont celles présentant les plus faibles densités. A l'inverse les superfamilles LINE et SINE, qui 
possèdent les plus fortes densités en siARN, sont enrichies dans les régions bras chromosomiques. 
Toutefois, ces analyses n'ont pas tenu compte du niveau de méthylation de l'ADN des ET. L'étude 
conduite par la suite, en séparant les ET en fonction de leur état méthylé ou non, a permis de mettre 
en évidence que les ETm situés sur les bras chromosomiques sont plus fréquemment associés à de 
fortes densités en siARN que les ETm péricentromériques. Cet écart peut résulter de la localisation 
préférentielle des superfamilles d'ET le long des chromosomes. Toutefois, cela peut aussi refléter 
des  degrés différents  de production de siARN nécessaires soit  pour  le  maintien de la  structure 
chromosomique au niveau de l'hétérochromatine péricentromérique, soit pour le contrôle des ET à 
proximité des gènes le long des bras chromosomiques.
Il  existe une corrélation négative entre la divergence des ET par rapport  à leur séquence de 
référence et la densité en siARN. Toutefois, la distance de Jukes et Cantor que nous avons calculée 
n'est qu'une estimation de l'âge relatif des ET. En effet, la comparaison de cette valeur entre les ET 
de type LTR/Gypsy et les ET de type LTR/Copia montre que les LTR/Gypsy ont une plus grande 
similarité  avec  leur  séquence  de  référence  que  les  éléments  LTR/Copia.  Or,  il  a  été  montré 
précédemment que les LTR/Copia ont envahi le génome d'Arabidopsis plus tardivement que les 
LTR/Gypsy (Peterson-Burch, Nettleton, and Voytas 2004). Il peut donc y avoir, au niveau global, 
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des incohérences entre l'âge réel des ET et la distance de Jukes et Cantor. Cependant, cette relation 
entre  la  divergence  des  ET  et  leur  densité  en  siARN  a  été  confirmée  pour  la  majorité  des 
superfamilles d'ET d'Arabidopsis.  L'âge relatif  des  ET pourrait  donc avoir  une influence sur la 
production  des  siARN.  Les  ET les  plus  jeunes  produiraient  plus  de  siARN que  les  ET ayant 
accumulé des mutations. Ce résultat est renforcé par la comparaison des régions produisant des 
siARN entre Arabidopsis thaliana et Arabidopsis lyrata (Ma, Coruh, and Axtell 2010) qui indique 
que les régions les plus productrices de siARN ne sont pas conservées entre les deux espèces et sont 
donc très vraisemblablement des insertions relativement récentes.
Des  différences  de  densité  en  siARN ont  été  observées  entre  les  différents  types  d'ET.  Par 
exemple, les éléments SINE ont des densités en siARN élevées qui reflètent une forte accumulation 
de lectures de siARN et un faible nombre de positions génomiques pour ces lectures. A l'inverse, les 
élément de type LTR/Copia ont des densités normalisées en siRNA plus faibles. Cette plus faible 
densité n'est pas due à la normalisation par le nombre de positions génomiques mais bien à une 
moindre  accumulation  en  siARN.  Cela  indique  un  lien  entre  la  production  des  siARN  et  les 
caractéristiques de séquences des ET. De plus, cela suggère des variations dans la manière dont les 
différents  types  d'ET  sont  contrôlés  par  les  siARN.  Ces  différences  pourraient  impliquer  des 
disparités dans la capacité à recruter ou à être transcrits par les polymérases IV ou V. Ce modèle est 
partiellement  confirmé  par  l'identification  récente  de  locus  générant  des  siARN dépendants  de 
PolIV et/ou de PolV, qui souligne le rôle majoritaire de PolV dans la production des siARN des 
éléments SINE (Lee et al. 2012). Une comparaison des séquences des promoteurs de ces éléments 
pourrait permettre d'identifier des motifs impliqués dans le recrutement de ces ARN polymérases.
Malgré les différences de densité en siARN entre les éléments SINE et LTR/Copia, plus de 60% 
des copies de ces deux familles ont un niveau de méthylation élevé dans tous les contextes de 
cytosine (cf partie 3.2.2 fig. 4). Donc, bien que la présence de siARN soit étroitement liée à la 
méthylation de l'ADN  (Lister et al. 2008), une faible accumulation de siARN apparaît suffisante 
pour  induire  la  méthylation des ET chez un individu sauvage.  Une forte  abondance en siARN 
pourrait permettre un meilleur contrôle des ET, notamment lors de la perte de la méthylation de 
l'ADN  qui  est  induite  dans  certains  tissus  ou  en  condition  de  stress.  Le  fait  que  les  ET qui 
transposent dans les mutants ddm1 et met1 ou après un stress biotique correspondent principalement 
à des LTR/Copia et à des DNA/EnSpm à faible densité en siARN va dans le sens de cette hypothèse 
(Miura et al. 2004; Mirouze et al. 2009; Reinders et al. 2009; Tsukahara et al. 2009b).  Toutefois, 
tous  les  ET avec  une  faible  densité  en  siARN ne  transposent  pas  dans  ces  mutants.  D'autres 
mécanismes de régulation transcriptionnelle comme les modifications des histones (di-méthylation 
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de H3K9, mono- ou di-méthylation de H3K27) ou de régulation post-transcriptionnelle, doivent 
permettre un contrôle supplémentaire de ces éléments.
 3.3.2 Rôle des siARN dans le contrôle de l'expression des gènes
L'analyse de données de séquençage de l'ADN après conversion au bisulfite et de séquençage de 
petits ARN a permis de confirmer l'association entre les siARN et l'état de méthylation des ET. Cela 
nous a aussi permis d'identifier des ET méthylés non associés avec des siARN et de mettre en 
évidence une propagation de la méthylation de l'ADN à partir de régions ciblées par les siARN. 
Cependant, les mécanismes impliqués dans cette propagation restent à élucider.
L'étude de la distance entre les gènes et les ET montre que les ET fortement méthylés sont moins 
abondants que les ET non méthylés notamment à proximité immédiate de la région 5' des gènes. Or, 
la méthylation de l'ADN dans les promoteurs a un effet inhibiteur sur l'expression des gènes. La 
diffusion de cette méthylation à partir des ET riches en siARN pourrait expliquer en partie cet effet 
inhibiteur sur l'expression et donc la contre-sélection des ET méthylés à proximité des gènes.
La propagation de la méthylation est plus importante dans les régions péricentromériques que 
dans les bras chromosomiques (~500bp contre ~200bp). Or, les ET méthylés péricentromériques 
sont  plus  fréquemment  associés  à  de  faibles  densités  que  les  ETm  situés  sur  les  bras 
chromosomiques. Cette propagation de la méthylation de l'ADN pourrait donc être dépendante de la 
présence de siARN mais indépendante de l'abondance en siARN.
Il a été proposé que la sous représentation des ET méthylés à proximité des gènes soit due à leur 
impact sur le niveau d'expression de ces gènes, ce qui entrainerait leur contre-sélection (Hollister 
and Gaut 2009; Hollister et al. 2011). Or, nous avons mis en évidence la localisation préférentielle, 
dans une région située entre 200 et 700 nt en amont des gènes, des ET méthylés présentant une forte 
densité en siARN par rapport à ceux ayant une faible densité en siARN. De plus, la comparaison 
des niveaux d'expression dans le pollen a permis d'identifier des différences significatives entre les 
gènes situés à proximité d'ET fortement ciblés par des siARN par rapport à ceux à proximité d'ET 
avec une faible abondance en siARN. Dans ce tissu qui présente une méthylation de l'ADN réduite, 
les gènes proches d'ET avec une forte densité en siARN ont un niveau d'expression plus faible que 
ceux à proximité d'ET avec une faible densité en siARN. Une forte accumulation en siARN dans les 
ET permettrait un meilleur recrutement de la machinerie de méthylation de novo.  Après une perte 
de méthylation de l'ADN, la restauration serait plus efficace au niveau des ET à forte densité en 
siARN. Cela aurait pour conséquence de réduire l'impact de la perte de la méthylation de l'ADN sur 
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l'expression des gènes situés à proximité d'ET méthylés.
Nous avons vu que la  liste  de gènes  situés  à  proximité  d'ET méthylés  est  significativement 
enrichie en gènes impliqués dans la réponse au stress et le développement. Cependant, la première 
catégorie semble préférentiellement enrichie pour les gènes à proximité d'ET à faible densité en 
siARN alors que la deuxième est enrichie dans les gènes à proximité d'ET avec les plus fortes 
densité. Une baisse du niveau de méthylation de l'ADN et une réactivation des ET ont été mis en 
évidence suite à des stress biotiques ou abiotiques variés  (Chinnusamy and Zhu 2009). Il serait 
intéressant d'étudier l'expression des gènes à proximité d'ET en condition de stress. Les résultats 
précédents suggèrent qu'en condition de stress, les gènes à proximité d'ET à faible densité en siARN 
auront  une  expression supérieure  à  ceux proches  d'ET à forte  densité.  La  baisse du niveau de 
méthylation  de  l'ADN  induirait préférentiellement  l'augmentation  de  l'expression  de  gènes 
impliqués dans la réponse aux stress. Sachant que les différentes superfamilles et familles d'ET sont 
caractérisées par des densités en siARN différentes, certains ET sont sans doute préférentiellement 
sélectionnés ou contre-sélectionnés au niveau des régions promotrices des gènes selon la fonction 
biologique de ces derniers. 
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 4.1 Introduction  
Grâce à l'analyse de données de séquençage 454, nous avons montré que la mutation ddm1 avait 
un impact sur les populations de petits ARN  (Felipe Karam Teixeira et al.  2009). Lors de cette 
analyse,  nous  avons  observé  une  accumulation  massive  de  siARN  de  21nt  correspondant 
principalement à des éléments de type LTR/Gypsy des familles ATHILA2, ATHILA6A, ATHILA6B 
et ATHILA. A l'inverse, aucun impact global sur les siARN de 24nt n'avait été observé, et ce malgré 
d'autres  études  indiquant  un  effet  de  la  mutation  ddm1 sur  la  production  de  siARN  de  24nt 
(Lippman et al. 2003). De fait, la perte de siARN de 24nt et l'accumulation de siARN de 21nt ont 
été confirmés par séquençage plus profond dans le mutant ddm1 ainsi que dans le noyau végétatif 
du pollen où l'expression du gène DDM1 est réprimé (Slotkin et al. 2009). Les auteurs ont proposé 
que la réactivation des ET dans le pollen représente une re-programmation épigénétique cellule-
spécifique qui « révèle » leur présence par l'intermédiaire des siARN.
J'ai  cherché  à  approfondir  les  variations  d'accumulation  de  siARN  d'ET  induites  par  une 
perturbation  de  leur  contrôle  épigénétique.  Dans  ce  but,  nous  avons  réalisé,  en  utilisant  la 
technologie Illumina, un séquençage beaucoup plus profond des banques de petits ARN pour le 
mutant  ddm1  ainsi que pour d'autres couplant la mutation  ddm1 avec une mutation dans le gène 
codant pour l'ARN polymérase ARN dépendante RDR2 impliquée dans l'accumulation des siARN 
de 24nt ou le gène codant pour RDR6 impliquée notamment dans la production des tasiARN qui 
font 21nt.
J'ai  réalisé  des  comparaisons  globales  entre  les  différentes  banques  puis  des  analyses 
différentielles de l'accumulation de siARN de 24nt et de 21nt d'ET. Afin de caractériser finement les 
différences observées, les profils de siARN le long des ET ont été étudiés. Les résultats obtenus ont 
ensuite été mis en relation avec des données de méthylation de l'ADN générées pour les différents 
mutants  (les  MeDIP-chip  ont  été  réalisés  par  Mathilde  Etcheverry,  étudiante  en  thèse  au 
laboratoire).  Enfin,  nous  avons  cherché  si  des  microARN  pouvaient  être  les  initiateurs  de  la 
production des siARN de 21nt d'ET observée dans le mutant ddm1, comme c'est le cas pour les ta-
siARN (Howell et al. 2007).
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Table  4.1 : Caractéristiques des banques de petits ARN de plantules WT et  ddm1 après alignement sur le 
génome.
Génotype Nombre de lectures Nombre de séquences distinctes Ratio lectures/séquences
WT 79 402 397 9 599 535 8,27
ddm1 63 798 837 5 808 464 10,98
Figure 4.1 : Caractéristiques des lectures des petits ARN des banques WT et ddm1. Histogrammes représentant 
la proportion de lectures en fonction de leur longueur et de leur annotation. Les lectures ont été alignées sur le génome 
et annotées à l'aide de différentes bases de données selon la méthode décrite dans la partie 2.2.3.
 4.2 Résultats  
 4.2.1 Effet de la mutation ddm1 sur l'accumulation de siARN produits par les ET
 4.2.1.1 Analyse globale des populations de petits ARN  
Afin de mieux caractériser l'impact de la perte de méthylation de l'ADN intduit par ddm1 sur les 
populations de siARN, un séquençage très profond (Illumina HiSeq ; ~70 millions de lectures) de 
banques de petits ARN de plantules WT et ddm1 a été réalisé. Les lectures obtenues ont été alignées 
sur le génome d'Arabidopsis (TAIR8) à l'aide de MUMmer v3.0 (Kurtz et al.  2004). Seules les 
séquences avec un alignement parfait  sur toute leur longueur ont été utilisées pour les analyses 
suivantes. Le tableau 4.1 récapitule le nombre de lectures et de séquences distinctes alignées pour 
ces deux banques. La banque de petits ARN du mutant ddm1 présente un ratio lectures/séquences 
plus élevé que celui de la banque WT, soit une moindre diversité des populations de petits ARN que 
dans la première. Cette différence est vraisemblablement due à l'écart du nombre de lectures entre 
les  deux  banques  (~15  millions)  ainsi  qu'à  l'apparition  dans  le  mutant  ddm1 d'une  classe  très 
abondante de siARN de 21nt correspondant à un faible nombre de séquences d'ET.
Pour chaque banque de petits ARN, une annotation séquentielle des séquences alignées sur le 
génome a été réalisée à l'aide de bases de données variées (cf partie 2.2.1.4). La distribution du 
nombre de lectures en fonction de leur longueur et de leur annotation (fig.4.1) confirme la sur-
accumulation  de  siARN de  21nt  correspondant  à  des  ET dans  le  mutant  ddm1 par  rapport  au 
sauvage. Respectivement 1,1% et 10,8% lectures de 21nt correspondent à des ET pour WT et ddm1. 
Les proportions de lectures correspondant aux autres annotations sont légèrement plus faibles dans 
la banque ddm1. Par exemple, la banque WT contient ~22% des lectures correspondant à des gènes 
de microARN alors que cette  proportion n'est  que de 20% dans la  banque  ddm1.  De la même 
manière  une légère diminution du nombre  de  lectures  de 24nt  correspondant  aux  ET est  aussi 
observable (13,3% dans la banque WT et 9,9% dans la banque ddm1). De même, la proportion de 
lectures  non  annotées  est  plus  faible  pour  la  banque  ddm1 (15,4%)  que  pour  la  banque  WT 
(~22,7%). Encore une fois, ces diminutions peuvent être causées par un effet  d'échantillonnage. 
Enfin,  la  banque  ddm1  présente  une  augmentation  du  nombre  de  lectures  correspondant  à  des 
séquences répétées en tandem (1,5% dans la banque WT et 4,5% dans la banque ddm1).
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Figure 4.2 : Différence du nombre de lectures de siARN correspondant aux ET entre les banques WT et ddm1. 
Représentation en MA-plot des écarts d'abondance en siARN de 21nt (à gauche) et de 24nt (à droite) correspondant aux 
ET. Pour chaque longueur de siARN, les graphiques représentent la variation entre les banques (log2) en fonction du 
nombre moyen de siARN. Les ET présentant des différences significatives d'abondance en siARN sont indiqués en 
couleur et les effectifs sont indiqués.
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Figure  4.3 : Superfamilles d'ET présentant des différences du nombre de siARN dans  ddm1.  Nombre d'ET 
avec un gain de siARN de 21nt (gauche) ou une perte de siARN de 24nt (milieu). La taille relative des différentes 
superfamilles d'ET présentes dans le génome d'Arabidopsis est indiquée à droite.
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Figure 4.4 : Comparaison des ET avec des différences d'abondance en siARN dans ddm1.  Diagramme de Venn 
comparant les ET présentant un gain ou une perte de siARN de 24nt et de 21nt dans le mutant  ddm1 par rapport au 
sauvage.
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 4.2.1.2 Analyse différentielle des populations de siARN entre WT et  ddm1  
Afin  d'identifier  les  ET présentant  des  différences  d'accumulation  de  siARN dans  le  mutant 
ddm1, une analyse différentielle du nombre de lectures de siARN correspondant aux ET entre les 
banques WT et ddm1 a été réalisée indépendamment pour les lectures de 21nt et de 24nt (fig. 4.2) 
en utilisant le programme NOISeq (Tarazona et al. 2011) .
Nous avons identifié ~1 700 ET présentant un gain de siARN de 21nt chez le mutant  ddm1. 
Comme  nous  l'avons  montré  précédemment  (Felipe  Karam Teixeira  et  al.  2009),  ces  ET sont 
principalement  des  transposons  à  ARN  de  type  LTR/Gypsy  (1 500  sur  1 758  ET  ;  fig.  4.3). 
Toutefois, la production de siARN de 21nt induite par la mutation  ddm1 concerne également des 
éléments à ADN ( ~90 éléments de type DNA/EnSpm et 55 éléments de type DNA/MuDR). 
L'analyse différentielle du nombre de lectures de 24nt met en évidence ~6 000 ET avec une 
diminution significative dans le mutant  ddm1. La proportion des superfamilles au sein de ces ET 
n'est cependant pas différente de la proportion totale des superfamilles dans le génome (fig. 4.3).
Les ET présentant des différences d'abondance en siARN de 21nt ou 24nt ont été comparés entre 
eux (fig.  4.4). Les 1 887 ET présentant une diminution de siARN de 21nt sont majoritairement 
inclus dans la population d'ET avec une diminution de siARN de 24nt, suggérant dans ce cas que les 
siARN de 21nt correspondent à des produits de dégradation des siARN de 24nt. De même, plus de 
50% des ET présentant une accumulation de siARN de 21nt présentent également une augmentation 
de siARN de 24nt.
Seule  une  faible  proportion  d'ET qui  accumulent  des  siARN de  21nt  dans  le  mutant  ddm1 
présentent une diminution de la production de siARN de 24nt. Parmi eux, on peut noter la présence 
d'éléments de type LTR/COPIA. Il a été montré une forte réactivation transcriptionnelle d'éléments 
de cette superfamille dans les mutants met1 et ddm1, dans des lignées epiRIL issues de ces mutants 
(Lippman et al. 2004; Felipe Karam Teixeira et al. 2009; Reinders et al. 2009; Mirouze et al. 2009) 
ainsi  qu'en  condition  de  stress  (Chinnusamy  and  Zhu  2009;  Pecinka  et  al.  2010).  Parmi  ces 
éléments, nous avons identifié Évadé (famille ATCOPIA93) pour lequel il a été mis en évidence une 
augmentation du nombre de copies dans les mutants ddm1 et met1 (Tsukahara et al. 2009a; Mirouze 
et al. 2009). La production de siARN de 21nt a aussi été observée par Northern Blot dans  met1, 
toutefois, aucune perte équivalente de siARN de 24nt n'a été identifiée (Mirouze et al. 2009).
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Figure 4.5 : Distribution des siARN de WT et ddm1 le long des séquences de référence d'ET. Représentation 
du nombre de lectures en siARN de 21nt (bleu), 22nt (vert) et 24nt (rouge) le long des séquences de référence des 
éléments ATHILA6A, ATHILA2 et  ATENSPM5. Le nombre de lectures est  normalisé en fonction de la taille des 
banques et du nombre de positions génomiques des lectures. Les séquences de référence et les annotations proviennent 
de la base de données Repbase Update (Jurka 2000).
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Enfin, ~700 ET présentent une augmentation du nombre de lectures de 24nt sans augmentation 
du nombre de lectures de 21nt. Plus de 50% d'entre eux (399) appartiennent à la même famille de 
transposons à ADN non-autonome (ATDNA12T3_2), qui est hautement répétée chez Arabidopsis 
(698 copies dans le génome).
 4.2.1.3 Localisation des siARN le long  d'éléments ATHILA et ATENSPM5  
Après avoir identifié les ET qui produisent des siARN de 21nt dans le mutant ddm1, j'ai cherché 
à identifier les régions régulatrices ou structurales qui génèrent ces siARN. J'ai donc analysé les 
distributions des siARN de 21nt et de 24nt en condition sauvage et mutante le long des séquences 
de référence des ET pour 3 familles d'ET (ATHILA6A, ATHILA2 et ATENSPM5) présentant un 
gain important de siARN de 21nt dans  ddm1 (fig  4.5). Les profils de siARN ont été réalisés en 
normalisant le nombre de lectures par leur nombre de positions génomiques afin de ne pas avoir de 
représentation biaisée par les régions fortement répétées.
Pour les deux rétrotransposons (ATHILA6A et ATHILA2), les distributions des siARN issus de 
la  banque WT sont  similaires,  homogènes  et  symétriques (brins sens  et  antisens)  le  long de la 
séquence. Dans le mutant ddm1, les deux rétrotransposons accumulent majoritairement des siARN 
de 21nt dans la deuxième moitié de la séquence de référence au niveau de la région  pol et d'une 
région  non-annotée  qui  pourrait  correspondre  à  env.  La  présence  de  siARN de  21nt  est  aussi 
identifiée au niveau de la séquence LTR en 3' et devrait donc se retrouver pour la séquence LTR en 
5' de même séquence. Son absence résulte d'un artéfact lié aux alignements des annotations sur la 
séquence de référence.
Les éléments ATHILA6A présentent une abondance en siARN de 21nt supérieure aux éléments 
ATHILA2, bien que la famille ATHILA6A contienne moins d'éléments que la famille ATHILA2 
(respectivement 308 et 543 fragments). Cela indique que les premiers produisent plus de siARN de 
21nt que les seconds. De plus, les régions 5' de ces deux éléments présentent des différences de 
profils de siARN dans le mutant ddm1, avec une accumulation de siARN de 21nt dans le cas des 
ATHILA2 seulement.
Pour  la  séquence  de  référence  ATENSPM5,  les  siARN de  24nt  de  la  banque  WT couvrent 
l'intégralité de la séquence avec cependant 2 pics sur le brin antisens au milieu de l'élément. Ces 
pics 2 sont absents chez le mutant ddm1. Dans le mutant ddm1, l'accumulation de siARN de 21nt le 
long de l'élément ATENSPM5 est localisé au niveau de l'ORF codant la transposase. On peut aussi 
noter une accumulation de siARN de 24nt supérieure à celle observée chez le sauvage, notamment 
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Table  4.2 : Caractéristiques des banques de petits ARN de plantules WT et  ddm1rdr2 et  ddm1rdr6 après 
alignement sur le génome.
Génotype Nombre de lectures Nombre de séquences distinctes Ratio lectures/séquences
WT 7 267 896 1 377 615 5,28
ddm1rdr2 6 498 175 583 874 11,13
ddm1rdr6 7 951 539 1 369 269 5,81
Figure  4.6 :  Caractéristiques  des  lectures  des  petits  ARN  des  banques  WT,  ddm1rdr2 et  ddm1rdr6. 
Histogrammes représentant la proportion de lectures en fonction de leur longueur et de leur annotation. Les lectures 
ont été alignées sur le génome et annotées à l'aide de différentes bases de données selon la méthode décrite dans la 
partie 2.2.1.4.
 au début du gène de la transposase où un pic de siARN de 24nt asymétrique est observé.
Pour ces trois  familles,  dans  le  mutant  ddm1,  la  production de siARN de 21nt est  localisée 
principalement  au  niveau  de  gènes  d'ET  (pol-env ou  transposase),  ce  qui  contraste  avec  la 
distribution beaucoup plus homogène des siARN de 24nt produits chez le WT.
 4.2.2 Identification de siARN indépendants de RDR2 dans le mutant ddm1
Nous avons vu que la mutation ddm1 entraine une accumulation de siARN de 21nt et une perte 
de siARN de 24nt. Une sur-accumulation de siARN de 24nt a aussi été observée. J'ai cherché à 
déterminer les RDR impliquées dans la production de ces siARN de 21nt et de 24nt. Pour cela j'ai 
analysé des banques de petits ARN de double mutants ddm1rdr6 et ddm1rdr2.
 4.2.2.1 Analyse globale des populations de petits ARN dans  ddm1rdr2   et  ddm1rdr6  
Les plantes F1 issues du croisement des mutants homozygotes  ddm1 et  rdr6 ou  rdr2 ont été 
autofécondées  pour  générer  les  F2.  Ces  plantes  ont  été  génotypées  pour  identifier  les  doubles 
mutants. Les ARN ont été extraits des descendants F3 des doubles mutants et les banques de petits 
ARN ont été séquencées par Illumina (GA IIx ; ~10 millions de lectures). De la même manière que 
pour les banques WT et ddm1, les lectures ont été alignées sur le génome d'Arabidopsis (tab. 4.2) et 
annotées (fig. 4.6). Le séquençage des petits ARN des doubles mutants ddm1rdr2 et ddm1rdr6 a été 
réalisé indépendamment du séquençage des petits ARN de ddm1. Les séquenceurs utilisés ayant des 
performances  différentes,  nous  avons  obtenu  des  différences  de  profondeur  importantes.  Les 
analyses ont donc toujours été réalisées en se rapportant au contrôle sauvage utilisé lors de chaque 
séquençage.
La banque  ddm1rdr2 présente un ratio lectures/séquences supérieur à celui de la banque WT 
(tab. 4.2) ce qui indique une moins grande diversité des petits ARN présents dans cette banque. A 
l'inverse, ce ratio est similaire pour WT et  ddm1rdr6. Pour la banque sauvage, la distribution du 
nombre de lectures en fonction de leur longueur et de leur annotation (fig.  4.6) montre un profil 
attendu avec 2 pics majoritaires de 20-21nt (correspondant au microARN principalement) et de 24nt 
(principalement produits par les ET). La banque de petits ARN du mutant  ddm1rdr2 montre une 
disparition quasi complète des siARN de 24nt comme attendu du fait du rôle essentiel de RDR2 
dans leur production (Jia et al. 2009). De plus, la proportion de lectures non annotées est plus faible 
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Figure 4.7 : Différence du nombre de siARN correspondant aux les ET entre WT et ddm1rdr2. Représentation 
en MA-plot  des écarts d'abondance en siARN de 21nt (à gauche)  et  de 24nt (à  droite) dans les ET. Pour chaque 
longueur de siARN, les graphiques représentent la variation entre les banques (log2) en fonction du nombre moyen de 
lectures de siARN. Les ET avec des différences significatives sont indiqués en bleu ou rouge et  les effectifs  sont 
indiqués.  Pour l'analyse  des  siARN de 24nt,  les  ET avec  plus  de 10 lectures  et  ne  présentant  pas  de différences 
significatives sont indiqués en vert.
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Figure  4.8 : Duplication inverse pouvant générer une longue structure tige-boucle accumulant des siARN 
dans un fond génétique ddm1. Réprésentation gbrowse d'un locus de 4,7kb accumulant des siARN dans les mutants 
ddm1, ddm1rdr2 et ddm1rdr6. Ce locus contient des ET et des ORF dupliqués en orientation inverse.
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Figure 4.9 : Comparaison des ET avec des différences d'abondance en siARN dans ddm1rdr2. Diagramme de 
Venn comparant les ET présentant un gain ou une perte de siARN de 24nt et de 21nt dans le mutant  ddm1rdr2 par 
rapport au sauvage
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dans la banque ddm1rdr2 (14%) que dans la banque WT (22%), suggérant qu'au moins une partie 
de la transcription « non-spécifique » conduit à la production de siARN par la voie RDR2. Par 
ailleurs, la sur-accumulation des lectures de 21nt correspondant aux ET est toujours présente dans 
ce mutant. Enfin, la proportion de lectures correspondant à des gènes de microARN est supérieure à 
celle observée dans la banque sauvage (19,3% dans la banque ddm1rdr2 et 15,2% dans la banque 
WT). Cette dernière différence pourrait être imputable à l'effet d'échantillonnage attendu suite à la 
perte de siARN de 24nt. Le double mutant  ddm1rdr6  présente, quant à lui,  une distribution du 
nombre de lectures globalement similaire à celle observée pour la banque WT. Seule la proportion 
de lectures correspondant aux gènes est diminuée par rapport au sauvage. Cette diminution reflète 
principalement la perte des tasiARN causée par la mutation rdr6.
Nos résultats indiquent donc que la production de siARN de 21nt accumulés dans le mutant 
ddm1 est indépendante de RDR2 mais nécessite RDR6. RDR6 étant impliquée dans la production de 
siARN à partir d'ARN messagers aberrants, cela suggère une répression post-transcriptionnelle des 
ET correspondant dans ddm1.
 4.2.2.2 Analyse différentielle des siARN entre WT   et ddm1rdr2  
Nous avons observé une sur-accumulation de siARN de 24nt dans le mutant ddm1. J'ai cherché à 
savoir  si  RDR2  était  impliquée  dans  la  production  de  ces  siARN.  Dans  ce  but,  des  analyses 
différentielles  ont  été  réalisées  afin  de comparer  l'abondance en siARN d'ET entre  les  banques 
sauvage et ddm1rdr2 (fig. 4.7).
Comme observé lors de l'analyse globale, la perte de siARN de 24nt dans le mutant ddm1rdr2 est 
importante. En effet, une diminution de siARN de 24nt est observée pour environ 13 200 ET dans 
ce double mutant. Seuls 86 ET présentent un gain de siARN de 24nt. L'analyse de ces locus indique 
qu'ils  correspondent  majoritairement  à  des  duplications  inversées  pouvant  générer  de  longues 
structures de type tige-boucle. La production de siARN est donc vraisemblablement indépendantte 
de l'action d'une RDR(fig. 4.8).
Cette  analyse  permet  d'identifier  869 séquences  d'ET ne présentent  pas  la  perte  attendue de 
siARN de 24nt (fig.4.7). Ces ET appartiennent majoritairement aux familles ATHILA et ATENSPM 
qui accumulent des siARN de 21nt dans ddm1 et cette propriété n'est pas modifiée dans le double 
mutant ddm1rdr2 (fig.4.9).
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Figure  4.10 :  Distribution  des  siARN  de  24nt  le  long  de  2  éléments  transposables  pleine  longueur. 
Représentation  du  nombre  de  lectures  de  24nt  (rouge)  le  long  d'une  séquence  d'ATHILA6A et  d'une  séquence 
d'ATENSPM5. Le nombre de lectures est normalisé par la taille des banques obtenues pour les différents génotypes ainsi 
que par le nombre de positions génomiques des siARN. Les annotations des ET sont indiquées en-dessous. Les ORF sont 
représentées par des flèches bleues, les LTR par des flèches rouges.
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 4.2.2.3 Localisation de siARN de 24nt indépendants de RDR2  
Plus de 50% des éléments présentant un gain de siARN de 21nt dans ddm1 produisent également 
des siARN de 24nt dans ce mutant. Dans le mutant ddm1rdr2, la perte attendue de siARN de 24nt 
n'est pas observée au niveau de certains ET qui accumulent des siARN de 21nt. Cela suggère une 
production de siARN de 24nt indépendante de la voie classique nécessitant RDR2. J'ai cherché à 
définir les régions d'ET accumulant des siARN de 24nt dans les différents fonds génétiques. Pour 
cela, les profils de siARN de 24nt ont été réalisés le long de certains éléments complets ATHILA6A 
et ATENSPM5 (fig. 4.10).
Pour  l'élément  ATHILA6A,  l'accumulation  de  siARN de  24nt  chez  le  sauvage  est  faible  et 
homogène le long de la séquence. Dans un fond ddm1, la production de siARN est augmentée de 
manière importante au niveau des LTR et des régions pol et env putative de l'ET. La comparaison 
des profils obtenus pour ddm1rdr2 et ddm1rdr6 permet d'identifier les régions avec une abondance 
de siARN de 24nt dépendants de RDR2. Ce sont essentiellement les LTR de l'élément. Cependant, 
une  accumulation  importante  de  siARN  indépendants  de  RDR2  est  observable  le  long  de  la 
séquence interne de l'élément au niveau des régions gag, pol et env putative. Dans le double mutant 
ddm1rdr6 ces  siARN  sont  fortement  réduits  alors  que  l'accumulation  au  niveau  des  LTR  est 
observable.
Les  profils  obtenus  pour  la  séquence  de  l'élément  ATENSPM5  dans  les  différents  fonds 
génétiques diffèrent de ceux de l'élément ATHILA6A. Dans un fond sauvage, la distribution en 
siARN de 24nt  est  faible  et  présente  des  pics  d'accumulation  notamment  aux extrémités  de  la 
séquence. Dans le mutant ddm1, une perte des siARN est observée dans la moitié 3' de l'élément et 
un enrichissement est  observé dans la région 5',  qui correspond au gène de la transposase.  Cet 
enrichissement est conservé dans les banques ddm1rdr6 et ddm1rdr2 mais correspond à une région 
plus  restreinte  dans  ddm1rdr2.  Alors que pour  l'élément  ATHILA6A les régions  produisant  des 
siARN de 24nt dépendants et indépendants de RDR2 sont spécifiques, la même région accumule les 
deux types de siARN de 24nt dans le cas de l'élément ATENSPM5.
Dans le mutant ddm1rdr2, l'accumulation de siARN de 24nt co-localise (fig.4.10 et 4.11) avec la 
production de siARN de 21nt qui sont dépendants de RDR6. Cela suggère que la production de ces 
siARN de 24nt est, elle aussi, dépendante de RDR6.
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Figure 4.11 : Distribution des siARN le long d'un élément ATHILA6A.  Représentation du nombre de lectures 
de 21nt (bleu), 22nt (vert) et 24nt (rouge) le long de la séquence ATHILA6A-148. Le nombre de lectures est normalisé 
par le nombre de positions génomiques et par la taille des banques. Les annotations des ET sont indiquées en dessous. 
Les ORF sont représentées par des flèches bleues, les LTR par des flèches rouges.
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Figure 4.12 : Comparaison du niveau de méthylation de l'ADN entre ddm1 et ddm1rdr6. (A) Comparaison des 
signaux de méthylation obtenus pour ddm1 et ddm1rdr6 pour les sondes correspondant aux ET. Les sondes reportant un 
signal supérieur dans ddm1rdr6 par rapport à ddm1 sont indiquées en rouge, celles reportant un signal inférieur dans 
ddm1rdr6 par rapport à ddm1 sont indiquées en vert. (B) Localisation chromosomique des sondes avec un gain ou une 
perte de méthylation dans ddm1rdr6 par rapport à  ddm1. (C) Rapport (log2) des signaux d'hybridation obtenus pour 
ddm1 et ddm1rdr6 pour les sondes de chaque chromosome d'Arabidopsis.
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 4.2.3 Impact des siARN dépendants de RDR6 sur la méthylation de l'ADN
 4.2.3.1 Perte de méthylation dans  ddm1rdr6   par rapport à ddm1  
La  perte  de  méthylation  induite  par  la  mutation  ddm1 entraine  la  production  de  siARN 
dépendants  de  RDR6.  De  manière  endogène,  RDR6  est  impliquée  dans  la  régulation  post-
transcriptionnelle.  Cependant,  il  a  été  montré  que  des  siARN  dépendants  de  RDR6  étaient 
impliqués dans la méthylation de l'ADN de transgène (Jauvion et al. 2012). Les siARN dépendants 
de RDR6 produits dans ddm1 pourraient donc avoir un impact sur la méthylation de l'ADN. Pour 
vérifier cette hypothèse, j'ai analysé les régions qui présentent une perte de méthylation de l'ADN 
dans le mutant ddm1rdr6 par rapport au mutant ddm1.
J'ai comparé les log ratio IP/INPUT des sondes correspondant aux ET chez les mutants ddm1 et 
ddm1rdr6.  Un signal d'hybridation plus faible dans  ddm1rdr6 que dans  ddm1 est  identifié pour 
3 495  sondes  (~3%  des  sondes  d'ET).  A l'inverse,  3 411  sondes  ont  un  signal  d'hybridation 
significativement supérieur pour ddm1rdr6 que pour ddm1 (fig. 4.12 A).
La  mutation  ddm1 affecte  la  maintenance  de  la  méthylation  de  l'ADN  uniquement  à  l'état 
homozygote  et  induit  une  perte  héritable  de  la  méthylation.  Le  mutant  ddm1rdr6 est  issu  du 
croisement  entre  un  mutant  homozygote  rdr6 et  un  mutant  ddm1 maintenu  homozygote  par 
autofécondation pendant 4 générations. Lors de ce croisement, les chromosomes issus du parent 
ddm1 sont hypométhylés alors que ceux issus du parent  rdr6 présentent une méthylation de type 
sauvage. Les plantes ddm1rdr6 utilisées sont issues  des descendants F3 des doubles mutants. Ces 
plantes ont donc été en présence de la mutation  ddm1 à l'état homozygote pendant 2 générations 
alors que les plantes ddm1 sont en présence de la mutation à l'état homozygote depuis 4 générations. 
Cette différence de deux générations pourrait expliquer les écarts de niveau méthylation de l'ADN 
observés.
La  distribution  chromosomique  des  sondes  indique  que  ~65%  de  celles  avec  un  signal 
d'hybridation supérieur dans ddm1rdr6 par rapport à ddm1 sont localisées sur les chromosomes 2 et 
3 (fig.  4.12 B). La comparaison des valeurs d'intensité des chromosomes confirme un niveau de 
méthylation de l'ADN supérieur  pour les chromosomes 2 et  3 (fig.  4.12 C).  Ces chromosomes 
proviendraient du parent rdr6 et malgré deux générations en présence de la mutation ddm1 à l'état 
homozygote, ils auraient conservé un niveau de méthylation de l'ADN supérieur aux chromosomes 
issus du parent ddm1.
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Figure  4.13 : Annotation des sondes présentant une baisse de la méthylation de l'ADN dans  ddm1rdr6 par 
rapport à  ddm1.  Annotation des sondes pour lesquelles le MeDIP-Chip indique un niveau de méthylation inférieur 
dans ddm1rdr6 par rapport à ddm1. Les familles d'ET représentant moins de 1% du nombre de sondes sont regroupées 
dans la classe “others”.
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Figure  4.14 : Comparaison des niveaux de méthylation de l'ADN entre  ddm1 et  ddm1rdr6 dans 4 familles 
d'ET. Pour chaque famille d'ET, la moyenne des log-ratios obtenus par MeDIP-chip a été calculée pour les sondes de 
chaque  annotation  d'ET pour  les  mutants  ddm1 et  ddm1rdr6.  Cette  analyse  a  été  appliquée  à  des  familles  d'ET 
produisant  des  siARN  dépendants  de  RDR6  (ATHILA2,  ATHILA6A)  et  des  familles  n'en  produisant  pas 
(ATLANTYS1 et ATLANTYS2).
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Un niveau de méthylation de l'ADN plus faible dans le mutant ddm1rdr6 par rapport à ddm1 ne 
peut pas être imputé à la ségrégation des chromosomes. De plus, les sondes indiquant une baisse de 
méthylation dans  ddm1rdr6 par rapport à  ddm1 ne présentent pas de biais majeur de ségrégation 
chromosomique. Je me suis donc focalisé sur ces sondes qui correspondent à 1 166 séquences d'ET 
réparties dans 114 familles. La majorité de ces ET sont des rétrotransposons de type LTR/Gypsy. 
Les deux familles les plus représentées sont les familles ATHILA2 et ATHILA6A qui correspondent 
à  environ  40%  des  sondes  qui  indiquent  un  niveau  de  méthylation  de  l'ADN  inférieur  dans 
ddm1rdr6 (fig. 4.13).
La  comparaison  des  moyennes  d'intensité  d'hybridation  obtenues  pour  les  mutants  ddm1 et 
ddm1rdr6 pour ces familles d'ET confirme que les éléments des familles ATHILA2 et ATHILA6A 
présentent une méthylation de l'ADN plus faible chez  ddm1rdr6 que chez  ddm1 (fig.  4.14).  Bien 
que 18% des sondes qui indiquent un niveau de méthylation de l'ADN inférieur dans  ddm1rdr6 
correspondent  à  des  éléments  des  familles  ATLANTYS1  et  2,  cette  diminution  n'est  pas 
significative lorsque l'on étudie les signaux d'hybridation moyens de ces familles, indiquant qu'elle 
ne concerne vraisemblablement que peu d'éléments.
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Figure  4.15 :  Enrichissement  en  siARN  dépendants  de  RDR6  et  méthylation  de  l'ADN. (A)  Boxplot 
représentant les log ratio des MeDIP-chip dans les mutants ddm1 (bleu), ddm1rdr2 (vert) et ddm1rdr6 (violet) pour les 
régions correspondant aux ET  et avec un enrichissement en siARN dépendants de RDR6 de 21nt ou de 24nt dans 
ddm1 (B) Comparaison des signaux d'hybridation obtenus par MeDIP-Chip pour  ddm1 et  ddm1rdr6 pour les sondes 
correspondant aux ET. Les régions avec un enrichissement en siARN de 24nt dépendants de RDR6 sont représentées 
en bleu.
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 4.2.3.2 Analyse de la méthylation de l'ADN des régions ciblées par des siARN   
dépendants de RDR6
Les éléments ATHILA2 et ATHILA6A pour lesquelles une baisse du niveau de méthylation de 
l'ADN dans  ddm1rdr6 par  rapport  à  ddm1 est  observée  accumulent  des  siARN dépendants  de 
RDR6.  Une  hypothèse  est  que  ces  siARN  permettent  de  guider  la  méthylation.  Les  résultats 
précédents ont montré que dans le mutant ddm1, certains ET ou certaines régions d'ET sont ciblés à 
la fois par des siARN de 24nt dépendants de RDR2 et des siARN de 21nt et de 24nt dépendants de 
RDR6. Afin d'avoir la résolution suffisante pour tester cette hypothèse j'ai étudié l'abondance en 
siARN dans les fenêtres de 165nt correspondant aux sondes de la puce à ADN (cf partie 1.4.1).
Les abondances en siARN de 21nt et de 24nt ont été comparées entre chaque mutant et la banque 
sauvage  correspondante  (Annexe  2).  J'ai  recherché  les  régions  de  165nt  qui  présentent  une 
accumulation de siARN de 21nt dépendants de RDR6 (présents dans ddm1 et  ddm1rdr2 mais pas 
dans ddm1rdr6). J'ai aussi recherché les régions qui accumulent des siARN de 24nt dépendants de 
RDR6 (pour lesquelles une diminution de siARN de 24nt est observée dans  ddm1rdr6  mais pas 
dans  ddm1 ni  ddm1rdr2). Cela a permis d'identifier 5 598 régions ciblées par des siARN de 21nt 
dépendants de RDR6 et ~990 régions avec des siARN de 24nt dépendants de RDR6. Les ratios 
d'intensité  d'hybridation  de  MeDIP-chip  obtenues  pour  ddm1,  ddm1rdr2 et  ddm1rdr6  ont  été 
comparés pour ces régions (fig. 4.15 A). Les régions ciblées par des siARN de 21nt dépendants de 
RDR6 présentent  des  intensités  d'hybridation significativement  plus  faibles  pour  ddm1rdr6 que 
pour ddm1. Cependant, cette différence est plus prononcée pour les régions ciblées par des siARN 
de 24nt dépendants de RDR6. La diminution du niveau de méthylation de l'ADN dans  ddm1rdr6 
serait donc liée à la perte des siARN de 24nt dépendants de RDR6 plutôt que de ceux de 21nt. 
Toutefois, les siARN de 24nt dépendants de RDR6 accumulés dans ddm1 n'expliquent qu'une partie 
de la baisse du niveau de méthylation observée dans ddm1rdr6 par rapport à ddm1 (fig. 4.15 B).
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Figure 4.16 : Différences d'expression des miARN entre le WT et ddm1rdr6. Représentation de type MAplot du 
nombre de lectures correspondant aux gènes de miARN pour les banques WT et ddm1rdr6. Les gènes de miARN sont 
représentés en bleu, les points gris correspondent aux autres gènes annotés dans le génome d'Arabidopsis.
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Figure 4.17 : Cible prédite de miR776 dans un élément de type En-Spm. (A) Résultat obtenu lors de la recherche 
de cibles dans les ET pour la séquence de miR776. (B) Représentation gbrowse du site de clivage prédit pour miR776 le 
long de la séquence de l'élément ATENSPM9. Le nombre de lectures de petits ARN pour chaque fenêtre des 100bp est 
représenté pour les banques WT,  ddm1rdr2, ddm1rdr6  et  ddm1. Le code couleur indique la taille des lectures (bleu : 
20-21nt ; vert : 22-23nt ; rouge : 24-25nt ; rose : autres tailles)
miRNA         ath­miR776
target        234_ATENSPM9
score         5
mfe_ratio     0.71
start         4423
seed_gap      1
seed_mismatch 1
seed_gu       0
gap           0
mismatch      1
gu            0
miRNA_3'      UUGUAGUUAUCUUCU­GAAUCU
aln           ||||.||||||||||.||||.|
target_5'     AACAACAAUAGAAGAUCUUAUA
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 4.2.4 Les ET accumulant des siARN dépendants de RDR6 sont les cibles de miARN
RDR6 est impliquée dans la production de ta-siARN à partir des gènes TAS (cf partie 1.2.3). La 
production de ce type de siARN nécessite le clivage de l'ARNm des gènes TAS par un ou plusieurs 
microARN (Allen and Howell 2010). RDR6 va ensuite générer un ARN double brin à partir du site 
de coupure des transcrits. Le clivage de ce double brin par l'enzyme DCL4 permet l'accumulation 
de ta-siARN de 21nt. J'ai  cherché à déterminer  si  ce  type de mécanisme pouvait  s'appliquer  à 
l'accumulation  de  siARN  de  21nt  observées  dans  ddm1.  Pour  cela,  j'ai  recherché  si  certains 
microARN,  sur-exprimés  dans  un  fond  mutant  ddm1,  pouvaient  cibler  des  ET  et  conduire  à 
l'accumulation de siARN de 21nt.
 4.2.4.1 Identification des microARN différentiellement exprimés dans  ddm1rdr6  . 
Dans un premier temps, j'ai voulu déterminer si la perte de méthylation induite par ddm1 pouvait 
moduler l'expression de microARN référencés. J'ai utilisé la banque de petits ARN de  ddm1rdr6 
qui,  à l'inverse de celle de  ddm1, n'est  pas saturée de siARN de 21nt qui risquaient de fausser 
l'analyse.
Le  nombre  de  lectures  correspondant  à  chaque gène  de microARN a  été  comparé  entre  les 
banques  sauvage  et  ddm1rdr6 (fig.  4.16).  Cette  comparaison  permet  d'identifier  3  microARN 
présentant une sur-accumulation importante (log10 > 1) dans le mutant  ddm1rdr6 par rapport au 
sauvage. L'un d'entre eux (miR401) a été éliminé de l'analyse car les lectures identifiées à ce locus 
ont majoritairement une longueur de 24nt et sont absentes dans le mutant ddm1rdr2 (données non 
présentées). Les lectures observées à ce locus doivent donc correspondre à des siARN dépendants 
de  RDR2 et  non pas  à  des  lectures  de  microARN.  Les  cibles  prédites  de  miR776 et  miR843 
référencées  dans  la  « Plant  MicroRNA Database »  (Z.  Zhang  et  al.  2010) sont  variées  mais 
n'incluent pas de séquences d'ET. Pour ces deux microARN j'ai donc recherché des cibles dans les 
ET à l'aide du programme TAPIR (Bonnet et al. 2010).
Une cible putative a été identifiée pour miR843 et 3 pour miR776. La cible putative de miR843 
correspond à un ET de la famille LINEL1 TA11 qui n'accumule pas de siARN de 21nt dépendants 
de RDR6. Les 3 cibles prédites pour miR843 correspondent à un élément de la famille ATCOPIA66 
et  2 éléments de la famille ATENSPM9. Une des deux séquences  d'ATENSPM9 accumule des 
siARN de 21nt dépendants de RDR6. Toutefois, le site cible prédit est situé environ 1kb en aval de 
la région productrice de siARN de 21nt (fig. 4.17).
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Figure 4.18 : Filtres pour la prédiction de locus de miARN. Filtres appliqués aux “bins” de petits ARN identifiés 
pour les banques WT et ddm1rdr6. Le nombre de “bins” conservés et éliminés à chaque étape est indiqué. Le nombre de 
“bins” correspondant à des gènes de miARN connus est indiqué en bleu.
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Figure  4.19 :  Exemples  de  gènes  de  miARN connus  détectés  uniquement  dans  la  banque  de  ddm1rdr6. 
Représentation gbrowse des lectures des banques WT et ddm1rdr6 tel que définie dans la partie 2.2.1.5. L'exemple A 
n'a pas été détecté chez le sauvage à cause de l'absence de séquences avec une seule position génomique possible (filtre 
VI). L'exemple présenté en B n'a pas été détecté à cause de l'absence d'une séquence abondante par rapport aux autres 
(filtre VIII).  
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Figure  4.20 : Exemple de miARN prédit chez  ddm1rdr6 mais pas chez le sauvage.   (A) Représentation des 
lectures le long d'un miARN prédit à l'aide de la banque  ddm1rdr6   mais correspondant à un faux négatif pour la 
banque WT. L'absence d'une séquence majoritaire par rapport aux autres (filtre VIII) a entraîné l'élimination de ce 
locus pour la banque sauvage.  (B) Représentation de la structure secondaire prédite par RNAfold pour ce locus. La 
séquence majoritaire est soulignée en bleu.
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Figure 4.21 : microARN prédits pour lesquels une perte de méthylation est observée dans ddm1. Pour chaque 
représentation, le signal obtenu par MedIP-Chip pour WT et ddm1 est indiqué pour chaque sonde de la puce à ADN. Le 
code couleur appliqué indique les états de méthylation définis suite à l'analyse HMM (Rouge : fortement méthylé ; 
Violet : méthylation intermédiaire ; Gris : absence de méthylation). Les lectures sont représentées telles que décrites 
dans le chapitre 1. On peut noter des séquences de 20-21nt (en bleu) présentes majoritairement sur un seul brin et pour 
lesquelles une ou deux séquences correspondent à la majorité des lectures (bleu foncé). Ce type de profil est typique des 
microARN. Les structures secondaires prédites sont représentées pour chaque locus. Les lignes bleues correspondent à 
la localisation de la séquence la plus abondante dans ddm1rdr6.
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Les microARN connus dont l'expression est augmentée de manière importante dans  ddm1rdr6 
par rapport au WT ne permettent donc pas de conforter un modèle de production de siARN de 21nt 
dépendants de RDR6 au niveau des ET via un clivage par un miARN. Cependant, cette production 
de siARN de 21nt est peut-être induite par des microARN non annotés.
 4.2.4.2 Recherche de nouveaux microARN dans  ddm1rdr6  
Les  duplications  inversées et  les  éléments  transposables  pourraient  être  à l'origine de jeunes 
microARN (Allen et al. 2004; Piriyapongsa and Jordan 2007; Fahlgren et al. 2010). Au niveau de 
ces séquences répétées, la perte de méthylation pourrait permettre l'expression de microARN non 
décrits précédemment à cause de leur faible expression dans un fond sauvage. J'ai cherché à faire 
une prédiction (non exhaustive) de microARN présents dans  ddm1rdr6 mais pas dans WT. Pour 
cela, j'ai appliqué une méthode de regroupement de lectures aux banques de petits ARN de WT et 
ddm1rdr6  (cf partie 2.2.8). 26 000 et 24 000 « bins » de lectures ont été obtenus respectivement 
pour le WT et ddm1rdr6. Afin de sélectionner les locus susceptibles de produire des microARN, des 
filtres  a posteriori ont été appliqués (fig.1.18). Environ 170 « bins » ont été conservés pour des 
analyses supplémentaires. La majorité correspond à des gènes de microARN connus, communs aux 
deux banques. Cependant, 42 des locus (dont 9 microARN connus) sont présents spécifiquement 
dans la banque du double mutant. L'observation des miARN connus indique que la banque sauvage 
contient  aussi  le  microARN  (fig.  4.19).  Ils  n'ont  pas  été  détectés  dans  la  banque  sauvage 
principalement à cause des filtres VI et VIII du pipeline. De plus, l'écart du nombre de lectures entre 
les  deux  banques  est  inférieur  au  seuil  appliqué  lors  de  l'analyse  différentielle  réalisée 
précédemment.
La structure secondaire de l'ARNm correspondant à ces locus a été prédite à l'aide du programme 
RNAfold (Hofacker et al. 1994). L'énergie minimum de repliement (MFE) la plus élevée parmi les 
9 microARN connus a servi de filtre pour sélectionner les structures secondaires les plus stables 
pour les autres locus. Après ce filtre, 13 des 42 locus ont été conservés en plus des 9 connus. Pour 
certains locus ne correspondant pas à des microARN annotés, la banque sauvage contient aussi le 
microARN (fig.  4.20). Les filtres VI et  VIII  du pipeline ont empêché leur détection dans cette 
banque. Les filtres appliqués entraînent un nombre de faux négatifs élevé pour la banque sauvage et 
sont donc trop stringents pour une prédiction exhaustive.
Cinq des 22 locus présentent un niveau de méthylation de l'ADN inférieur dans ddm1 par rapport 
au sauvage. Pour ces locus, les profils de petits ARN indiquent clairement l'absence ou la sous-
représentation du microARN chez le sauvage par rapport à ddm1rdr6 (fig. 4.21).
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Figure 4.22 : Nombre de cibles de miARN prédites pour chaque famille d'ET et pour chaque miARN prédit.
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Figure 4.23 : Localisation des sites d'appariement de microARN prédits dans les ET. Site d'appariements pour 
des séquences ATHILA2 (A) et ATHILA6A (B) accumulant des siARN de 21nt à proximité.
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Malgré des filtres trop stringents, cette analyse a permis d'identifier  des locus de microARN 
putatifs préférentiellement exprimés dans ddm1rdr6 par rapport au sauvage. La présence de lectures 
correspondant à ces locus a été confirmée dans la banques ddm1 (données non présentées).
 4.2.4.3 Recherche de cibles de microARN dans les ET  
J'ai cherché à déterminer si les microARN détectés spécifiquement dans  ddm1rdr6 pouvaient 
cibler des séquences d'ET et ainsi initier une production de siARN dépendants de RDR6 de type 
tasiARN au niveau de ces locus.
Pour chacun des 22 locus identifiés précédemment, les séquences de petits ARN dont le nombre 
de  lectures  représentaient  plus  de  25%  des  lectures  couvrant  le  locus  ont  été  récupérées  et 
considérées comme microARN putatifs. Ce seuil de 25% a été précédemment défini pour refléter la 
précision de clivage du pré-microARN (Meyers et al. 2008). A l'aide du programme TAPIR (Bonnet 
et al. 2010), j'ai recherché si ces microARN putatifs pouvaient cibler des ET. 66 séquences d'ET ont 
été  identifiées  comme  cibles  potentielles  de  17  microARN.  Parmi  elles,  24  ET  (~36%) 
correspondent aux familles ATHILA2, 6A ou 6B (fig. 4.22). Environ 75% des cibles ont été prédites 
à partir de 6 des 17 séquences différentes de miRNA et 3 séquences de miRNA expliquent 100% 
des cibles prédites dans les ET des familles ATHILA2,6A et 6B. Deux de ces miRNA correspondent 
à des microARN connus (miR862 et miR399e), le dernier est présenté figure 4.20 B. 
La prédiction de cible de microARN inclut souvent un taux de faux positifs élevé (Dai, Zhuang, 
and Zhao 2011). Les différentes séquences d'ET identifiées comme cibles putatives ont donc été 
analysées plus avant afin de déterminer si le site d'appariement prédit est localisé à proximité d'une 
région productrice de siARN de 21nt dépendants de RDR6. Parmi les cibles prédites, une séquence 
d'ATHILA2 et une séquence d'ATHILA6A présentent un site d'appariement prédit en amont  des 
locus produisant des siARN dépendants de RDR6 dans ddm1 et ddm1rdr2 (fig. 4.23). Pour ces deux 
séquences, le clivage du transcrit par un microARN pourrait donc être responsable d'une production 
de siARN dépendante de RDR6.
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 4.3 Discussion  
 4.3.1 La perte de méthylation de l'ADN a des impacts variés sur les siARN d'ET.
La comparaison de  banques  provenant  d'un séquençage profond de  petits  ARN de plantules 
sauvages et ddm1 a permis de caractériser l'effet de la perte de méthylation de l'ADN sur la qualité 
et la quantité des siARN ciblant les ET. La mutation  ddm1 entraîne des modifications variées de 
l'accumulation  de siARN dans  les  ET :  alors  que  le  séquençage 454 réalisé  précédemment n'a 
permis d'identifier que le gain de siARN de 21nt, la profondeur du séquençage Illumina a permis 
d'identifier des gains comme des pertes de siARN de 21nt et de 24nt.
Pour 50% des ET appartenant à différentes familles, la mutation ddm1 entraîne la diminution de 
la production de siARN de 24nt. Les siARN de 24nt sont impliqués dans la mise en place et le 
maintien de la méthylation de l'ADN via le recrutement de DRM2 (Chan et al. 2004). Ils jouent un 
rôle  dans le  rétablissement  progressif  des  états  de méthylation de  l'ADN après  une diminution 
induite par la mutation ddm1 (Felipe Karam Teixeira et al. 2009). La diminution de siARN que nous 
avons observée devrait donc se traduire par un ralentissement du rétablissement de la méthylation 
de l'ADN au cours des générations après réintroduction de l'allèle  DDM1 sauvage, ou une perte 
complète de la capacité à reméthyler.
Nous avons confirmé la production massive de siARN de 21nt dans le mutant  ddm1 par des 
rétrotransposons  de  certaines  familles  d'ATHILA et mis  en  évidence  que  certaines  familles  de 
transposons  à  ADN (En-Spm) produisent  aussi  ce  type  de siARN. La  longueur  de  ces  siARN 
suggèrent  une  régulation  post-transcriptionnelle  de  ces  ET dont  l'expression  est  réactivée  dans 
ddm1. Nous avons observé que la production de siARN de 21nt est abolie dans le mutant ddm1rdr6, 
en accord avec l'hypothèse d'une régulation de type PTGS de ces ET. Le rôle de RDR6, DCL4 et 
AGO1 pour la production des siARN de 21nt dans ddm1 a été récemment confirmé par Northern 
Blot  pour  un  élément  ATHILA6A  (McCue  et  al.  2012).  Un  faible  nombre  de  familles  d'ET 
accumule des siARN de 21nt. Cela suggère un mécanisme spécifique de reconnaissance et ciblage 
des transcrits produits par ces ET. De fait, certaines familles de type ATHILA et de type En-Spm 
n'accumulent pas ces siARN.
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La mutation ddm1 entraî-ne des modifications dans les populations de siARN via plusieurs voies 
de biosynthèse (RDR2 ou RDR6) et ce, de manière variable en fonction des ET. Cela indique que 
les siARN sont impliqués à différents niveaux pour la régulation des ET et que des populations 
distinctes de siARN permettent un contrôle spécifique de certains ET. Ces différences de contrôles 
par les siARN entre les familles d'ET doivent résulter de l'histoire évolutive d'Arabidopsis thaliana 
et des vagues successives d'invasion du génome par les ET. La méthylation de l'ADN et le TGS 
permettraient  un  contrôle  global  des  ET mais  des  mécanismes  de  régulation  propres  à  chaque 
famille auraient aussi été mis en place. Ces mécanismes seraient révélés lors d'une diminution de la 
méthylation de l'ADN, induite ici par la mutation ddm1. La répression par le PTGS permettrait ainsi 
un contrôle ciblé de certains ET dans des tissus particuliers ou en condition de stress lors d'une 
diminution du niveau de méthylation de l'ADN. L'accumulation de siARN de 21nt a en effet été 
montrée dans le noyau végétatif du pollen (Slotkin 2010), dans des cellules en culture (Tanurdzic et 
al. 2008) ou en condition de stress biotique (Dowen et al. 2012) et concerne des ET différents dans 
chaque cas.
 4.3.2 Actions complémentaires de RDR2 et RDR6
L'analyse de la distribution des siARN des double mutants ddm1rdr2 et ddm1rdr6 le long de la 
séquence des ET de la famille ATHILA6A révèle des localisations spécifiques des siARN produits 
par RDR2 et par RDR6 dans le mutant  ddm1.  Alors que l'accumulation de siARN dépendants de 
RDR2  est  majoritaire  au  niveau  des  LTR,  les  ORF  accumulent  majoritairement  des  siARN 
dépendants  de  RDR6.  Pour  les  éléments  ATHILA,  le  TGS ciblerait  principalement  les  régions 
promotrices et le PTGS les ORF des éléments transposables. Dans le cas des éléments des familles 
ATENSPM, les  régions  produisant  des  siARN de  24nt  et  de  21nt  sont  chevauchantes  et  sont 
localisées au niveau du gène de la transposase. Le TGS et le PTGS semblent donc agir de manière 
simultanée sur ce gène. Ces deux types de profil mettent en évidence l'action complémentaire de 
RDR2 et RDR6, soit par la production de siARN au niveau de régions spécifiques à chaque RDR, 
soit par une production de siARN au niveau d'une région commune.
La profondeur des banques analysées a permis de détecter des siARN de 24nt au niveau des 
régions qui produisent massivement des siARN de 21nt dépendants de RDR6. Les profils le long 
des ET indiquent leur disparition dans le mutant  ddm1rdr6. RDR6 pourrait donc être impliquée 
dans  la  production  de  siARN  de  24nt.  La  production  de  ces  siARN  de  24nt  pourrait  être  la 
conséquence d'une saturation de la protéine DCL4 par les doubles brins générés par RDR6 dont la 
présence dans le noyau a été montrée (Hoffer et al. 2011). DCL2 et DCL3 permettraient le clivage 
Page 155
de ces doubles brins et induiraient respectivement la production de siARN de 22nt et de 24nt. Le 
fait que ces siARN de 24nt ne s'accumulent qu'à un très faible niveau par rapport aux siARN de 
21nt et le fait que les profils des siARN de 21nt et de 24nt soient très similaires dans le mutant 
ddm1rdr2 vont dans le sens de cette hypothèse.
Nous avons montré que certains ET produisant des siARN de 24nt dépendants de RDR6 ont un 
niveau  de  méthylation  de  l'ADN  inférieur  dans  ddm1rdr6 par  rapport  à  ddm1,  résultant 
probablement de la perte de ces siARN de 24nt dans le double mutant. Cela suggère un impact de 
ces siARN sur la méthylation de l'ADN. Les siARN de 24nt dépendants de RDR6 seraient donc 
capables de guider la méthylation de l'ADN. Aucune différence de méthylation n'a cependant été 
observée pour les éléments de type En-Spm, ce qui pourrait s'expliquer par la co-localisation des 
siARN dépendants de RDR2 et RDR6. Dans un fond ddm1rdr6, les siARN dépendants de RDR2 
seraient capables de maintenir la méthylation de l'ADN au niveau de ces locus.
La combinaison du TGS et du PTGS en cis à partir d'un même locus a préalablement été décrite 
pour  des  transgènes  (Mourrain  et  al.  2007).  Les  résultats  présentés  ici  montrent  que  cette 
combinaison TGS/PTGS se produit aussi au niveau de locus endogènes lors d'une perte massive de 
la méthylation de l'ADN. Le même type de mécanisme pourrait se produire suite à une baisse du 
niveau de méthylation dans les tissus reproducteurs ou en condition de stress. Le modèle proposé 
par Mourrain  et. al. indiquait aussi une action en  trans à partir du locus exogène. De plus, il est 
maintenant admis que les différentes classes de sARN peuvent se déplacer entre cellules ou entre 
différentes parties de la plante (Martienssen 2010). Dès lors, il est envisageable que les siARN de 
21nt ou de 24nt dépendants de RDR6 au niveau des ET de type ATHILA agissent aussi en trans au 
niveau de locus présentant une similarité de séquence ou même qu'ils servent de signal transmis à 
d'autres cellules ou tissus.
Il a été proposé que les siARN de 21nt produits abondamment dans le noyau végétatif du pollen 
servent  d'intermédiaires  pour  renforcer  la  méthylation  de  l'ADN  des  ET  dans  les  cellules 
reproductrices (Slotkin et al. 2009). Or, seule une faible proportion d'ET accumule des siARN dans 
ddm1 et serait donc concerné par ce mécanisme. Cela suggère que l'accumulation de ces siARN a 
une autre fonction, notamment en ce qui concerne les séquences de type ATHILA. En effet, malgré 
leur réactivation transcriptionnelle dans le mutant ddm1, aucun événement de transposition n'a été 
décrit pour ces éléments. Ces éléments sont concentrés au niveau des régions péricentromériques 
(Pereira  2004) et  correspondent  à  des  séquences  très  dégénérées,  présentant  un  fort  niveau  de 
fragmentation et de nombreux décalages de phase dans leur ORF. De plus, il a été montré que la 
Page 156
décondensation de la chromatine entraîne une induction du RdDM à certains locus. Cela se traduit 
notamment par une augmentation de la méthylation de cytosines en contexte CHH au niveau de 
séquences d'ATHILA et des répétitions centromériques CEN180  (Schoft et al.  2009). Enfin, des 
expériences de FISH indiquent que malgré la mutation ddm1, certaines séquences répétées, dont des 
ET de type ATHILA, restent localisées dans des structures hétérochromatiques (W. J. J. Soppe et al. 
2002). On peut penser que ces éléments auraient été co-optés pour maintenir de telles structures en 
cas de perte de méthylation de l'ADN. Il serait intéressant d'étudier la ségrégation des chromosomes 
dans les mutants ddm1rdr2 et ddm1rdr6.
 4.3.3 Régulation de l'expression de microARN dans le mutant ddm1.
Nous avons comparé l'expression des  microARN entre  les  plantules WT et  ddm1rdr6.  Cette 
comparaison a  permis l'identification de microARN qui  s'accumulent préférentiellement  dans le 
double mutant ainsi que dans le mutant  ddm1.  Cette sur-accumulation semble liée à la perte de 
méthylation de l'ADN induite par la mutation  ddm1.  De plus, une prédiction non-exhaustive de 
microARN exprimés dans ddm1rdr6 mais pas chez le sauvage a permis de mettre en évidence de 
nouveaux locus de microARN putatifs et l'analyse des niveaux de méthylation de l'ADN pour des 
locus  de  microARN  prédits  suggère  que  certains  d'entre  eux  sont  directement  régulés  par  la 
méthylation de l'ADN. Ces locus seraient soumis au TGS dans un fond sauvage et  la perte de 
méthylation de l'ADN (ici induite par la mutation ddm1) permettrait l'activation de la transcription 
de ces microARN. La régulation de l'accumulation de ces microARN par la méthylation de l'ADN 
pourrait  être liée à leur origine.  Il  a en effet  été suggéré que des microARN soient issus de la 
« domestication » de séquences d'ET (Piriyapongsa and Jordan 2008; Li et al. 2011) qui, de par leur 
caractère  répété,  ont  une  plus  grande  capacité  à  générer  des  ARN  possédant  une  structure 
secondaire stable. Des ET dont l'expression est régulée par la méthylation de l'ADN pourraient 
avoir évolué, permettant ainsi de générer des microARN dont l'expression serait aussi contrôlée par 
la méthylation de l'ADN. La diminution du niveau de méthylation de l'ADN lors de stress biotique 
ou dans les tissus reproducteurs pourrait permettre des régulations en trans via l'expression de ces 
microARN.  Il  serait  intéressant  d'étudier  la  contribution  des  microARN  contrôlés  de  manière 
épigénétique dans la régulation des gènes codant des protéines ne correspondant pas à des ET. 
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Figure 4.24 : Modèle pour la production de siARN de 21nt et 24nt par les ET.
 4.3.4 Une production de type ta-siARN pour les siARN de 21nt produits dans le 
mutant ddm1?
L'accumulation dans ddm1 de siARN de 21nt dépendants de RDR6 n'a été identifiée que pour un 
faible nombre de familles d'ET. Les profils des siARN le long des séquences de types ATHILA 
indiquent une sur-accumulation de siARN de 21nt dans la région 3' de l'élément. Ces observations 
suggèrent un phénomène de transitivité induit par un clivage par un microARN  (Brodersen and 
Voinnet 2006).  La prédiction de microARN et la recherche de cibles de microARN dans les ET 
indiquent  que les  éléments  de  types  ATHILA2,  6A et  6B sont  sur-représentés  parmi  les  cibles 
prédites. Pour certains ET, le site d'appariement putatif est localisé à faible distance des régions 
productrices de siARN de 21nt, ce qui en fait de bons candidats. La production de ta-siARN est 
généralement induite  par le clivage du transcrit en deux endroits  (Axtell et al. 2006) ou par des 
spécificités au niveau du duplex miRNA/miRNA* (Manavella, Koenig, and Weigel 2012). Notre 
prédiction de cibles n'a pas permis d'identifier d'ET avec 2 sites putatifs de clivage. Malgré une 
recherche manuelle et l'application de méthodes décrites (Axtell et al. 2006; Dai and Zhao 2008) il 
ne m'a pas été possible d'identifier une production en phase pour ces siARN de 21nt. Or cette phase 
a été caractérisée pour tous les locus générant des ta-siARN. La similarité entre les ET pourrait 
masquer la présence de cette phase surtout si la production de siARN initiale induit la génération de 
siARN secondaires. Une étude récente confirme le rôle de RDR6 dans la production des siARN de 
21nt au niveau des ET dans le pollen (McCue et al. 2012). De plus, les auteurs ont mis en évidence 
que ces siARN sont dépendants de DCL4 et de AGO1, qui sont impliqués dans la génération des ta-
siARN. Enfin, deux études récentes conduite chez Arabidopsis thaliana et Oryza sativa ont mis en 
évidence  des  microARN  s'accumulant  spécifiquement  dans  le  pollen  où  l'expression  du  gène 
DDM1 est réprimée (Wei, Yan, and Wang 2011; Borges et al. 2011). L'étude réalisée chez O.sativa a 
aussi mis en évidence que des ET pourraient être cibles de microARN exprimés dans le pollen.
L'ensemble  de  ces  résultats  conforte  un  modèle  de  production  des  siARN via  une  voie  de 
biosynthèse de type ta-siARN (fig. 4.24). Ainsi, la diminution de méthylation de l'ADN induirait 
des mécanismes de type PTGS via l'expression de microARN (1). Ces microARN permettraient le 
clivage de transcrits d'ET avec un fort niveau d'expression (2). Les doubles brins générés par RDR6 
(3) seraient clivés majoritairement par DCL4 pour donner des siARN de 21nt et  à un moindre 
niveau par DCL3 pour donner des siARN de 24nt. Les siARN de 21nt permettraient l'amplification 
du PTGS et pourraient cibler d'autres transcrits  d'ET (5). Les siARN de 24nt permettraient une 
régulation transcriptionnelle de ces locus via la méthylation de l'ADN (6). Ce modèle souligne un 
réseau complexe de régulation faisant intervenir à la fois le TGS et le PTGS.
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 5 Analyse de la stabilité des variations de méthylation de l'ADN   
induites par la mutation  ddm1  
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 5.1 Introduction  
Les pertes de méthylation de l'ADN induites par la mutation ddm1 ont été initialement décrites 
comme héritées de manière stable dans des individus pour lesquels la fonction du gène DDM1 est 
restaurée (Kakutani et al. 1999; Lippman et al. 2003). Néanmoins, l'étude de populations d'épiRIL 
issues de mutants met1 ou ddm1 (fig. 1.18) a permis de mettre en évidence, pour certains locus, une 
réversion de l'hypométhylation de l'ADN (Teixeira et al. 2009; Johannes et al. 2009; Reinders et al. 
2009).  L'étude de banques 454 de petits ARN pour des individus WT et  ddm1 indique que les 
siARN et le RdDM jouent un rôle important dans le rétablissement de la méthylation de l'ADN. 
Cela a été confirmé par l'absence de re-méthylation dans les plantes  rdr2 issues d'un croisement 
entre le double mutant ddm1rdr2 et le mutant rdr2 (Teixeira et al. 2009).
Depuis, l'équipe a réalisé une étude plus approfondie pour définir, à l'échelle du génome, l'impact 
de la mutation ddm1 sur la méthylation de l'ADN et la stabilité des états de méthylation induits par 
cette mutation. Ma contribution à ce travail a porté sur l'analyse du lien entre la stabilité des états de 
méthylation de l'ADN observés dans les épiRIL et l'abondance en siARN dans des banques WT et 
ddm1 de  manière  qualitative  et  quantitative.  Enfin,  comme  des  différences  d'accumulation  en 
siARN ont été observées entre les superfamilles d'ET, j'ai voulu définir si la stabilité et la réversion 
de la méthylation de l'ADN correspondaient préférentiellement à certains ET. Des banques de petits 
ARN obtenues à partir d'épiRIL ont aussi été analysées afin d'identifier si une perte en siARN se 
traduisait systématiquement par une hypométhylation stable dans cette population.
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Figure  5.1 :  Comparaison de la  méthylation de l'ADN chez WT et  ddm1.  (A)  Représentation des états  de 
méthylation  des  sondes  après  l'analyse  HMM des  données  MeDIP-Chip.(B)  Proportion  des  différentes  transitions 
observées. (C) Annotations des sondes pour chaque transition de méthylation.
A. B.
C.
wt ddm1
Po
rp
or
tio
n 
de
s 
so
nd
es
No
m
br
e 
de
 s
on
de
s
No
m
br
e 
de
 
so
nd
es
Figure 5.2 : Signal d'hybridation des sondes UU et IU dans WT et ddm1. 
A. B. Sondes UU
(471 495)
Sondes UI
 (15 553)
 5.2 Résultats  
 5.2.1 Analyse des changements de méthylation induits par la mutation ddm1
Afin d'identifier les changements de méthylation de l'ADN induits dans le mutant  ddm1, notre 
équipe a  analysé,  en collaboration avec celle  de Frank Johannes  (Université  de Gröningen),  le 
méthylome des lignées WT et ddm1 par MeDIP-chip. La fraction immunoprécipitée et l'ADN total 
ont  été  marqués  différentiellement  et  hybridés  sur  une  puce  Nimblegen  tiling  array  contenant 
711 320  sondes  choisies  dans  des  fenêtres  consécutives  de  165nt  tout  le  long  du  génome 
d'Arabidopsis thaliana.  L'approche HMM (Cortijo et  al.  in press) a été utilisée pour classer les 
sondes selon trois états : non méthylé (U), intermédiaire (I) ou méthylé (M) (fig.5.1A). Afin d'éviter 
tout biais lié à l'hybridation croisée, les sondes pouvant être alignées avec plus de 95% de similarité 
à une autre position sur le génome (score de conservation > 95%) ont été éliminées de l'analyse. Un 
total de 637 985 sondes a donc été considéré.
Le génome sauvage est majoritairement non méthylé avec seulement 11% des sondes ayant un 
état M et 11,4% un état I. La comparaison des méthylomes WT et ddm1 montre que la majorité des 
sondes sont non méthylées dans les deux lignées (sondes UU 73,9%) et que 18,2% des sondes 
présentent  une  méthylation  différentielle  (fig. 5.1B).  Ces  changements  de  méthylation 
correspondent majoritairement à des pertes de méthylation (86,6% des variations) en accord avec 
des données précédentes obtenues sur le bras court du chromosome 4 (Lippman et al. 2004).  Les 
hyperméthylations sont rares et principalement de type U vers I. De plus, elles sont observées pour 
des sondes dont le signal d'hybridation dans WT et ddm1 se situe entre les groupes U et I (fig.5.2), 
dans  une  zone  de  forte  incertitude  quand  à  l'appartenance  aux  groupes  U  ou  I.  Ces 
hyperméthylations correspondent vraisemblablement à des faux positifs et pourraient représenter les 
limites de l'approche HMM utilisée pour définir l'état de méthylation de l'ADN.
L'hypométhylation de l'ADN dans ddm1 par rapport au sauvage (transitions MU, MI ou IU) est 
détectée  pour  66,7% des  sondes  indiquant  une  méthylation  (M ou  I)  dans  la  lignée  parentale 
sauvage. Cela est cohérent avec la perte globale de 70% de la méthylation mesurée par HPLC dans 
ce mutant (Kakutani et al. 1999). Cette perte de méthylation de l'ADN est principalement observée 
au niveau des éléments transposables et des régions immédiatement flanquantes (65%, 67% et 76% 
pour les transitions IU, MI et MU respectivement ; fig. 5.1C.). Ceci confirme le rôle de DDM1 dans 
le maintien de la méthylation de l'ADN spécifiquement au niveau des séquences répétées.
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Table 5.1 : Effectifs de sondes en fonction de la stabilité de l'hypométhylation de l'ADN.
Pourcentage des sondes MU Pourcentage des sondes MI
Hypométhylation stable 10575 (46.8%) 8895 (22.3%)
Hypométhylation réversible
 (pénétrance partielle)
8645 (38,3%) 9785 (24.5%)
Hypométhylation réversible
 (pénétrance complète)
1629 (7.2%) 15708 (39.4%)
Pourcentage d’épiRIL avec un état M <62% 1752 (7.7%) 5497 (13.8%)
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Figure 5.3 : Stabilité de l'hypométhylation de l'ADN induite par ddm1. Pour les régions fortement méthylées 
chez  le  WT et  hypométhylées  dans  le  mutant  ddm1 (transitions  MU ou MI),  l'étude de  la  proportion  d'épiRIL 
présentant un état de méthylation de type sauvage (M) permet de définir 3 classes de stabilité de méthylation.
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 5.2.2 Définition de la stabilité de l'hypométhylation
Afin d'établir la stabilité des changements de méthylation induits dans le mutant  ddm1, notre 
équipe a généré le méthylome de 101 épiRIL par MeDIP-chip. De la même manière que pour les 
lignées parentales, les sondes ont été classées en trois états, U, I ou M par l'analyse HMM (Cortijo 
et al, sous presse).
Compte  tenu  du  schéma  de  croisement  (cf  partie  1.3.3),  la  ségrégation  mendélienne  d'une 
différence parentale de méthylation au niveau d'un locus donné doit produire 75% de lignées avec 
une  méthylation de type  sauvage  et  25% de lignées  avec  une  méthylation de type  ddm1.  Une 
réversion vers  l'état  sauvage se  traduira  par  un excès  de lignées  avec une méthylation de type 
sauvage, au delà des 75% attendus. Pour cette analyse, nous avons considéré les sondes dont le 
signal  d'hybridation  indique  une  forte  méthylation  (M)  chez  la  lignée  WT,  et  l'absence  de 
méthylation  (U)  ou  une  méthylation  intermédiaire  (I)  pour  le  mutant  ddm1.  Seules  les  sondes 
formant  des  domaines  (regroupement  d'au  moins  3  sondes  consécutives  montrant  une 
hypométhylation) ont été analysées, soit 22 601 sondes MU et 39 885 sondes MI.
En fonction de l'état de méthylation des sondes dans les 101 épiRIL, l'hypométhylation peut être 
définie comme stablement transmise ou réversible (fig. 5.3). L'hypométhylation d'une région est 
considérée stable quand, pour les sondes avec des transitions MU et MI, 62% à 83% des épiRIL ont 
un état de méthylation de type sauvage (M). Ces valeurs ont été définies selon un intervalle de 
confiance de 99% tenant compte de la taille de la population. De plus, pour les sondes MU, la 
majorité des épiRIL n'ayant pas un état M doivent avoir un état U. Au delà de 83% d'épiRIL avec un 
état  M,  l'hypométhylation  n'est  plus  considérée  comme  stablement  héritée.  La  réversion  est 
considérée comme complètement pénétrante si, pour les transitions MU et MI, plus de 95% des 
épiRIL présentent un état M. La réversion est à pénétrance incomplète  lorsque, pour les sondes MU 
ou MI, entre 83% et 95% des épiRIL ont un état M. Cette dernière classe contient aussi les sondes 
MU pour lesquelles une majorité d'épiRIL sont dans un état I.
Une hypométhylation stable est identifiée pour 46,8% des sondes MU et 22,3% des sondes MI 
(tab. 5.1). La réversion, quelle soit à pénétrance complète ou partielle, est observée principalement 
pour les sondes MI (39,4% et 24,5%) et à un moindre niveau pour les sondes MU (7,2% et 19,8%).
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Figure 5.4 : Expressivité de la réversion de l'hypométhylation. 
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Ce résultat indique que l'hypométhylation est plus stable quand elle est prononcée (type MU). 
Cette différence est en accord avec les observations précédentes qui indiquaient que les locus pour 
lesquels  la  méthylation  de  l'ADN  est  restaurée  au  cours  des  générations  ont  une  perte  de 
méthylation  moins  prononcée  dans  le  mutant  ddm1 comparativement  aux locus  présentant  une 
hypométhylation stable (Felipe Karam Teixeira et al. 2009). L'analyse de la réversion associée aux 
sondes MU montre que lorsqu'elle est incomplète (proportion d'épiRIL avec un état M comprise 
entre 83% et 95%) la majorité des épiRIL avec un état  non-M présente un état  I  plutôt que U 
(fig 5.4).  Cela  indique  que,  pour  les  hypométhylations  prononcées  (sondes  MU),  lorsque  une 
réversion est observée, elle est pleinement pénétrante mais d'expressivité variable (réversion vers I 
ou M).
Cette classification de la stabilité des états de méthylation réalisée par l'analyse des meDIP-chip 
de 101 épiRIL a, par la suite, été validée pour 6 épiRIL à l'aide de données de séquençage de l'ADN 
traité au bisulfite (données non présentées).
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Table  5.2 :  Effectifs  des  sondes  selon  leur  localisation 
chromosomique et la stabilité de l'hypométhylation
Figure  5.5 :  Distribution sur les 
chromosomes  de  la  stabilité  de 
l'hypométhylation.
Figure  5.6 :  Abondance  en  siARN  dans  les  banques  WT  et  ddm1 en  fonction  de  la  stabilité  de 
l'hypométhylation.  (A) Nombre de lectures de siARN de 24nt.  (B) Nombre de lectures de siARN avec une seul 
position génomique. (C) Nombre de lectures de siARN avec plusieurs positions génomiques.
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 5.2.3 Analyse des régions présentant une hypométhylation stable ou réversible
J'ai  cherché  à  caractériser  les  régions  appartenant  aux  trois  classes  de  stabilité  de 
l'hypométhylation.  Dans  ce  but,  j'ai  comparé  les  localisations  chromosomiques,  l'abondance  en 
siARN, ainsi que les annotations d'ET correspondant à chaque classe.
 5.2.3.1 Stabilité de l'hypométhylation et distribution chromosomique  
Afin de définir si la localisation chromosomique peut favoriser le caractère stable ou réversible 
de l'hypométhylation, la distribution le long des chromosomes des sondes reportant une stabilité ou 
non de l'hypométhylation a été comparée (tab. 5.2). Les sondes MU et MI ont été séparées selon 
qu'elles correspondent à des régions péricentromériques ou qu'elles sont localisées le long des bras 
chromosomiques. Pour ce faire, les régions chromosomiques définies comme euchromatiques ou 
hétérochromatiques  (Bernatavichute  et  al.  2008) ont  été  utilisées. Les  régions  méthylées 
correspondent principalement à des séquences répétées et sont donc majoritairement localisées dans 
les  régions  péricentromériques.  Cependant,  alors  que  50% des  sondes  situées  dans  les  régions 
péricentromériques  présentent  une  perte  de  méthylation  stablement  transmise,  cette  proportion 
atteint 70% pour les sondes localisées le long des bras chromosomiques (fig. 5.5). Que la perte de 
méthylation soit prononcée ou modérée, une plus grande stabilité de l'hypométhylation est observée 
le long des bras chromosomiques (tab. 5.2).
 5.2.3.2 Stabilité de l'hypométhylation et siARN  
L'analyse  que nous  avions  réalisée sur  quelques  locus  avait  indiqué  une corrélation  entre  la 
réversion de l'hypométhylation et la présence de siARN de 24nt (Felipe Karam Teixeira et al. 2009). 
Toutefois, cette étude avait été menée en utilisant des banques de petits ARN, de faible profondeur 
(~100 000 lectures), séquencées par la technologie 454. Afin d'étudier cette relation à l'échelle du 
génome, nous avons réalisé un séquençage très profond (Illumina ; ~70 millions de lectures) des 
petits ARN des lignées WT et  ddm1. Nous avons étudié l'abondance en siARN de 24nt dans les 
fenêtres de 165nt correspondant aux sondes de la puce Nimblegen.
Cette analyse confirme que les régions présentant une hypométhylation stable dans les épiRIL 
ont  une  plus  faible  abondance  en  siARN de  24nt  que  les  régions  présentant  une  réversion  de 
l'hypométhylation (fig. 5.6). De même, les régions avec réversion à pénétrance incomplète de la 
méthylation sont caractérisées par une moindre abondance en siARN que les régions présentant une 
réversion à pénétrance complète. Ce lien entre abondance en siARN de 24nt et capacité à restaurer 
un niveau de méthylation sauvage est plus prononcé lorsque l'on étudie les siARN du mutant ddm1. 
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Figure 5.7 : Corrélation entre les siARN et la réversion de la méthylation. (A) Nombre de lectures de siARN de 
24nt  en fonction de la  proportion d'épiRIL dans un état  de  méthylation de  type  sauvage.  (B) Nombre  moyen de 
positions génomiques des siARN de 24nt en fonction de la proportion d'épiRIL dans un état de méthylation de type 
sauvage. Les couleurs correspondent à la stabilité de l'hypométhylation (rouge = stable ; bleu = réversion à pénétrance 
incomplète ; vert = réversion à pénétrance complète). Les coefficients de corrélation de rang de Spearman sont indiqués 
pour l'hypométhylation stable et réversible (incomplète + complète).
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Les régions correspondant à une hypométhylation stable ou à une réversion à pénétrance incomplète 
présentent une diminution de l'abondance en siARN dans ddm1 par rapport au sauvage. Ces régions 
doivent  correspondre  aux  ET  pour  lesquels  la  mutation  ddm1  conduit  à  une  diminution  de 
l'accumulation de siARN.
Pour  les  régions  présentant  une  hypométhylation  stable  ou  réversible,  la  comparaison  de 
l'abondance  en  siARN  correspondant  à  une  ou  plusieurs  positions  génomiques  a  été  réalisée 
(fig.5.6 B et C). Les régions présentant une réversion de l'hypométhylation sont caractérisées par 
une abondance en siARN ayant plusieurs positions génomiques pour les banques WT et ddm1. Pour 
la banque WT, la comparaison de l'abondance en siARN ne correspondant qu'à une seule position 
génomique  ne  montre  pas  de  différence  entre  les  différentes  classes  de  stabilité  de 
l'hypométhylation. Cela suggère que le nombre de positions génomiques des siARN, et donc le 
nombre de locus potentiellement producteurs, est un critère permettant d'expliquer la réversion de 
l'hypométhylation.
J'ai cherché à définir si l'expressivité de la réversion de la méthylation de l'ADN était fonction de 
l'abondance en siARN ou du nombre de positions génomiques de ces siARN. Pour cela, j'ai testé la 
corrélation entre la proportion d'épiRIL avec une méthylation de type WT et, d'une part le nombre 
de lectures de siARN de 24nt, et d'autre part le nombre moyen de positions génomiques de siARN 
de  24nt.  Une corrélation  significative  est  observée uniquement  pour  les  régions  présentant  une 
réversibilité  de  l'hypométhylation  de  l'ADN  (fig. 5.7).  Dans  la  lignée  parentale  sauvage,  la 
corrélation entre la proportion d'épiRIL ayant une méthylation de type sauvage et l'abondance en 
siARN est faible mais significative. Cette corrélation est plus forte lorsque l'on considère le nombre 
de  positions  génomiques  moyen  des  siARN  correspondant  aux  régions  présentant  une 
hypométhylation réversible. A l'inverse, pour la lignée parentale ddm1, le coefficient de corrélation 
est supérieur pour le nombre de lectures que pour le nombre moyen de positions génomiques des 
siARN correspondant à ces régions.
Cela suggère une relation entre l'expressivité de la réversion de l'hypométhylation de l'ADN et la 
capacité à produire des siARN de 24nt en fond ddm1.  Les régions produisant des siARN dans le 
mutant ddm1 seraient celles ciblées par des siARN pouvant être générés par plusieurs locus dans le 
génome. Cela suggère que la réversion de l'hypométhylation doit être facilitée par une action en 
trans des siARN ou correspondre majoritairement à des ET abondants et peu dégénérés.
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Figure 5.9 : Stabilité de l'hypométhylation de l'ADN dans les superfamilles d'ET. Nombre de sondes en fonction 
du nombre d'épiRIL ayant un état de méthylation de type sauvage pour différentes superfamilles d'ET.
Figure 5.8 : Annotations des régions ayant une hypométhylation de l'ADN stable ou réversible. Superfamilles 
d'ET correspondant aux sondes avec une hypométhylation stable ou réversible. L'annotation de toutes les sondes ayant 
permis d'identifier la stabilité de l'hypométhylation est indiquée à gauche.
 5.2.3.3 Stabilité de l'hypométhylation dans les ET  
Nous avons vu au cours  des  chapitres  précédents  que les  superfamilles  d'ET présentent  des 
différences d'accumulation de siARN. De plus, la perte de méthylation de l'ADN induite par la 
mutation ddm1 entraîne des variations d'abondance en siARN dans les ET et ces variations peuvent 
être  différentes  en  fonction  du  type  d'ET.  J'ai  cherché  à  déterminer  si  les  superfamilles  d'ET 
présentent  des  différences  de  stabilité  de  la  méthylation  de  l'ADN.  Une  comparaison  des 
annotations d'ET correspondant aux régions présentant une hypométhylation stable ou réversible a 
donc été réalisée (fig. 5.8). Cette analyse indique que la stabilité de l'hypométhylation de l'ADN 
varie en fonction des superfamilles  d'ET.  Alors que les sondes rapportant  une hypométhylation 
stable correspondent à plus de 50% à des éléments des superfamilles LINEL1 et LTR/Copia, 50% 
des sondes indiquant une réversion à pénétrance complète de l'hypométhylation correspondent à des 
éléments  de  type  LTR/Gypsy.  Enfin,  une  sur-représentation  des  éléments  de  la  superfamille 
DNA/MuDR est observée au niveau des régions avec une réversion à pénétrance incomplète de 
l'hypométhylation. La stabilité de l'hypométhylation de l'ADN semble donc varier en fonction du 
type d'ET concerné.
Néanmoins,  l'analyse  de  la  stabilité  de  l'hypométhylation  dans  les  épiRIL  pour  chaque 
superfamille d'ET indique que des régions présentant une réversion de l'hypométhylation avec une 
pénétrance  complète  sont  identifiables  pour  chaque  superfamille  (fig. 5.9).  En  effet,  certaines 
régions correspondant aux superfamilles LTR/Copia et LINEL1 ont un état de méthylation M dans 
100% des  épiRIL même  si  une  hypométhylation  stable  est  majoritairement  observée  pour  ces 
superfamilles. A l'inverse, pour la superfamille LTR/Gypsy, que nous avons identifiée comme sur-
représentée pour les régions présentant une réversion à pénétrance complète de l'hypométhylation, 
des régions pour lesquelles la méthylation n'est pas restaurée dans la totalité des épiRIL sont aussi 
identifiées.  De manière  générale,  même si  des  tendances  majoritaires  peuvent  être  définies,  un 
gradient de réversion est observé pour chaque superfamille d'ET.
Nous avons vu au paragraphe précédent que, chez le WT, les régions avec une hypométhylation 
stable ou réversible ne présentent pas de différences d'abondance en siARN n'ayant qu'une seule 
position  génomique.  A l'inverse,  le  nombre  de  lectures  de  siARN  ayant  plusieurs  positions 
génomiques permet de différencier ces deux types de régions. La réversion de l'hypométhylation 
semble donc liée à la présence de siARN correspondant à plusieurs positions génomiques. Ce plus 
grand nombre de positions génomiques peut être expliqué par un plus grand nombre de copies d'ET 
et par une moins grande divergence de leur séquence. 
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Figure  5.11 :  Nombre  de  copies  et  stabilité  le  long  de  la  séquence  de  référence  ATLINE1_1.  Nombre 
d'annotations alignées le long de la séquence de référence.  Nombre de domaines avec une hypométhylation stable 
(rouge) ou réversible (vert) alignés le long de la séquence de référence.
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Figure 5.10 : Stabilité de la méthylation de l'ADN en fonction du nombre de copies et de la divergence des ET. 
(A) Comparaison du nombre  de copies  des  familles  d'ET présentant  un hypométhylation stable ou réversible. (B) 
Comparaison de la distance de Jukes et Conator des ET ayant une hypométhylation stable ou réversible. (* : p.value < 
0.05 ; ** : p.value < 0.01).
A. B.
J'ai recherché si le nombre de copies d'ET et la divergence nucléotidique pouvaient expliquer les 
écarts de stabilité de méthylation de l'ADN observés entre les ET.
Pour cela, j'ai identifié les familles d'ET pour lesquelles au moins une annotation correspondait à 
une région présentant une hypométhylation stable ou réversible. J'ai comparé, pour chaque classe de 
stabilité de l'hypométhylation, le nombre de copies d'ET présentes dans les familles (fig. 5.10 A) 
ainsi que la divergence par rapport à la séquence de référence de l'annotation identifiée (fig.5.10 B). 
Pour  ces  deux  critères,  une  différence  significative  est  observée  entre  les  ET  ayant  une 
hypométhylation stable ou réversible. Les ET pour lesquels une réversion de l'hypométhylation est 
observée  font  partie  de  familles  ayant  un  nombre  de  copies  important.  De  plus,  ce  sont  des 
séquences  globalement  moins  divergentes  que celles  dont  l'hypométhylation est  stable  dans  les 
épiRIL.
Bien que chaque annotation corresponde généralement soit à une hypométhylation stable soit à 
une  hypométhylation  réversible,  l'analyse  que  nous  avons  réalisée  permet  d'avoir  la  résolution 
suffisante pour identifier des ET dont l'hypométhylation est stable pour une partie de l'annotation 
mais  réversible  pour  une  autre  partie.  Pour  ce  faire,  j'ai  défini  des  domaines  de  sondes 
(regroupement  d'au moins 3 sondes consécutives)  pour lesquels l'hypométhylation est  stable ou 
réversible  dans  les  épiRIL.  J'ai  identifié  271  ET couverts  à  la  fois  par  au  moins  un  domaine 
correspondant à une hypométhylation stable et par au moins un domaine dont la méthylation est 
réversible. L'observation de ces ET suggère, pour les éléments de type LINEL1, une localisation 
préférentielle  en 3'  de la  réversion de la  méthylation de l'ADN et,  à  l'inverse  une plus  grande 
stabilité de l'hypométhylation de l'ADN dans la région 5'  de ces éléments.  Or,  comme il  a été 
mentionné dans l'introduction, la transposition de ce type d'éléments entraîne une accumulation de 
copies tronquées en 5'. J'ai cherché à confirmer qu'un plus grand nombre de copies correspondaient 
à la région 3' de la séquence de référence et à identifier si les régions présentant une méthylation 
réversible correspondaient majoritairement à cette région. Un alignement global a été appliqué afin 
de positionner les annotations de la famille ATLINE1_1 sur la séquence de référence ayant permis 
de les identifier.  De la même manière, les domaines de sondes rapportant une hypométhylation 
stable  ou  réversible  ont  été  alignés  sur  la  séquence  de  référence  (fig. 5.11).  Les  annotations 
correspondent en majorité à la partie 3' de la séquence de référence, celle-ci est donc plus répétée. 
Pour cette famille d'ET, la localisation des domaines avec une hypométhylation réversible coïncide 
avec  la  région  correspondant  à  un  grand nombre  de  fragments.  Une fois  encore,  la  capacité  à 
restaurer la méthylation de l'ADN semble liée au nombre de copies de l'élément.
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Figure 5.12 : Différence d'abondance en siARN correspondant aux ET dans les banques de petits ARN WT 
et épiRIL. Représentation MAplot du nombre de lectures de siARN correspondant aux ET entre WT et 4 épiRIL. Les 
différences significatives (pvalue ajustée < 0,01) sont indiquées en rouge ainsi que les effectifs.
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Table 5.3 : Profondeur des banques de petits ARN générées pour les épiRIL.
 5.2.4 Analyse de banques de siARN dans les épiRIL
Nous avons vu que les individus WT et ddm1 présentaient des différences d'abondance en siARN 
correspondant aux ET. J'ai cherché à définir si le même type de différence était identifiable dans les 
épiRIL et  si  la stabilité de l'hypométhylation se traduisait bien par une perte de siARN dans les 
épiRIL. 
Dans ce but, un séquençage à haut débit (Illumina) de banques de petits ARN a été réalisé pour 4 
lignées épiRIL. Les séquences ont été alignées sur le génome et annotées tel que décrit dans le 
chapitre  2.  Le  tableau  5.3 indique  le  nombre  de  lectures  et  le  nombre  de  séquences  distinctes 
alignées pour chacune des banques. Ces banques ont été comparées à une banque, de profondeur 
similaire, de petits ARN de plantules sauvages. Les épiRIL possédant uniquement ~25% du génome 
issu de ddm1 et une partie de l'hypométhylation étant réversible, peu de différences sont attendues 
pour les populations de petits ARN. En effet, les distributions de la taille des lectures annotées des 
banques  générées  pour  les  épiRIL ne présentent  pas  de différence  majeure avec  la  distribution 
obtenue pour la banque sauvage (Annexe 3).
Pour  chaque épiRIL,  le  nombre  de  lectures  de  siARN de  24nt  correspondant  aux ET a  été 
comparé avec la banque WT par analyse différentielle à l'aide du programme DESeq (Anders and 
Huber 2010). Les représentations MAplot des analyses différentielles sont présentées fig. 5.12.
Dans un premier temps, ces analyses indiquent que seul un faible nombre d'ET (entre 105 et 430 
par épiRIL) présentent des différences d'abondance en siARN de 24nt dans les épiRIL. Cependant, 
le nombre d'ET présentant des différences d'accumulation en siARN de 24nt varie entre les épiRIL. 
Alors que pour l'épiRIL260, seules 105 séquences d'ET montrent une accumulation différentielle en 
siARN par rapport à la banque sauvage, cet effectif est 4 fois supérieur pour l'épiRIL202. Ces écarts 
sont sans doute liés à la localisation des recombinaisons et des régions héritées du parent  ddm1 
(régions riches ou pauvres en séquences d'ET) mais doivent aussi refléter une plus faible proportion 
du  génome  hérité  du  parent  ddm1,  pour  certaines  épiRIL.  Ces  hypothèses  ont  été  confirmées 
récemment par l'établissement de cartes de recombinaison définissant l'origine parentale WT ou 
ddm1 des régions chromosomique des épiRIL (Colomé-Tatché et al., sous presse).
Dans  un  second  temps,  cette  analyse  montre  que  les  différences  observées  correspondent 
majoritairement à des pertes de siARN de 24nt et que très peu d'ET présentent un gain de siARN de 
24nt.
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Figure  5.13 :  Superfamilles  d'ET  avec  une  accumulation  différentielle  en  siARN  dans  les  épiRIL. 
Comparaison du nombre de superfamilles d'ET avec un gain ou une perte de siARN de 24nt dans les épiRIL par 
rapport au WT. Le nombre de superfamilles d'ET dans le génome est indiqué à gauche.
Génome Perte de siARN
de 24nt
Gain de siARN
de 24nt
Figure 5.14 : Perte de siARN correspondant aux ET et stabilité de l'hypométhylation de l'ADN.
Table 5.4 : Superfamilles d'ET avec une accumulation différentielle de siARN dans les épiRIL.
epiRIL60 epiRIL98 epiRIL202 epiRIL260
gain gain gain gain gain
DNA 4 2 1 1 3 3 1 4 4
12 1 6 9 22 1 32 10
DNA/Harbinger 1 3 2 2 2 4 2
DNA/HAT 4 3 2 4 2
DNA/Mariner
252 6 74 233 4 63 4 313 12
DNA/Pogo
DNA/Tc1
LINE 1 1
LINE/L1 22 1 22 32 1 4 63 1
14 1 5 20 15 4 42 5
50 1 49 49 1 4 90 1
LTR/Gypsy 28 6 6 7 35 13 7 45 27
SINE 1 1 1 2
TOTAL 389 18 166 17 400 27 90 15 600 64
total non redondant
superfamilles perte perte perte perte perte
DNA/En-Spm
DNA/MuDR
RC/Helitron
LTR/Copia
Lors de la comparaison entre les banques de petits ARN de plantules sauvages et ddm1. (cf partie 
4.2.1) nous avons vu que les ET présentant un gain de siARN correspondaient majoritairement à la 
superfamille LTR/Gypsy mais qu'aucune superfamille n'était sur-représentée en ce qui concerne la 
perte de siARN de 24nt. J'ai voulu déterminer si ces observations étaient vérifiées pour les banques 
de petits ARN des lignées épiRIL. Les superfamilles présentant des variations en siARN de 24nt 
dans les épiRIL par rapport au sauvage ont été dénombrées (tab. 5.4 et fig. 5.13).
Au sein des ET présentant un gain de siARN dans les épiRIL, les superfamilles LTR/Gypsy et 
En-Spm sont  sur-représentées.  Pour  ces  éléments,  un gain  de siARN de 21nt  et  de  24nt  a  été 
observé dans le mutant ddm1 (Teixeira et al. 2009; Slotkin et al. 2009 ; chapitre 4). De plus, pour 
ces superfamilles, l'analyse de la stabilité de la méthylation de l'ADN dans les épiRIL a montré que 
l'hypométhylation induite par la mutation ddm1 est majoritairement réversible (fig. 5.8 et 5.9).
Une sur-représentation des superfamilles LTR/Copia, LINEL1 et DNA/MuDR est observée pour 
les ET présentant une perte de siARN de 24nt dans les épiRIL. Pour les superfamilles LTR/Copia et 
LINEL1,  la  perte  de siARN de 24nt  serait  donc liée  à  la  stabilité  de l'hypométhylation de ces 
éléments.  Toutefois,  pour  les  éléments  de  la  superfamille  DNA/MuDR,  la  perte  de  siARN est 
surprenante  puisqu'ils  sont  sur-représentés  dans  la  population  d'ET  pour  laquelle  une 
hypométhylation réversible a été observée (fig. 5.8).
L'analyse de l'abondance en siARN présentée ici a été faite de manière globale sans tenir compte 
du niveau de répétition des ET, comme cela a été fait pour l'étude des données de meDIP-chip (filtre 
des sondes en fonction du score de conservation). J'ai voulu vérifier que, pour une même séquence 
d'ET, il était possible d'identifier une perte de siARN et une réversion de la méthylation. Pour cela 
j'ai cherché à comparer les séquences d'ET avec une perte de siARN de 24nt dans les épiRIL et les 
séquences d'ET présentant une hypométhylation stable ou réversible. Cette comparaison montre un 
faible  chevauchement  (fig. 5.14).  Cela  est  expliqué  par  le  filtre  sur  le  niveau  de répétition  des 
sondes qui a été appliqué pour l'analyse de la méthylation de l'ADN. Certains éléments très répétés 
ont, de fait, été exclus de l'analyse. Toutefois, lorsque cette information est disponible, la majorité 
des ET présentant une perte de siARN de 24nt présentent aussi une hypométhylation stable. Seule 
une minorité de séquences présente une perte de siARN ainsi qu'une réversion de la méthylation. 
Ces  éléments  appartiennent  principalement  à  la  superfamille  DNA/MuDR  (20/31  ;  64%)  et 
notamment à des élément de type VANDAL. Les séquences présentant une perte de siARN et une 
hypométhylation stablement héritée correspondent principalement à des éléments LINEL1 (46/184 ; 
25% ) et LTR/Copia (56/184 ; 30,5%).
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Figure 5.15 : Comparaison de l'abondance en siARN dans les ET avec une hypométhylation de l'ADN stable 
ou réversible dans les banques WT et épiRIL.
Une hypothèse permettant d'expliquer la restauration de la méthylation au niveau des éléments 
de  type  DNA/MuDR est  que  la  perte  de  siARN de  24nt  n'est  que  partielle  au  niveau  de  ces 
séquences. Pour vérifier cette hypothèse, j'ai comparé l'abondance en siARN dans les banques WT 
et épiRIL pour les ET présentant une perte significative en siARN et ayant une hypométhylation 
stable ou réversible (fig. 5.15).  Les deux groupes d'ET présentent bien une perte importante de 
siARN dans les épiRIL par rapport à la banque sauvage. Cependant, la perte est plus prononcée 
pour les ET ayant une hypométhylation stablement héritée. En effet, pour ces ET la perte de siARN 
est quasi-totale alors que les ET ayant une  hypométhylation réversible conservent un plus grand 
nombre de lectures.
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 5.3 Discussion  
 5.3.1 Les hypométhylations induites par ddm1 présentent des stabilités très variables
L'analyse  réalisée  au  laboratoire  indique  que  la  mutation  ddm1 induit  majoritairement  une 
hypométhylation des séquences répétées du génome, ce qui confirme les observations précédentes 
obtenues  sur  une  région  de  5Mb  du  génome  (Lippman  et  al.  2004).  Bien  que  des  gains  de 
méthylation induits par la mutation ddm1 aient été décrits à certains locus, les seules augmentations 
du niveau de méthylation de l'ADN que nous avons observées correspondent à des transitions d'un 
état non méthylé vers une méthylation intermédiaire (U vers I) et sont vraisemblablement des faux 
positifs pour la plupart. Le mutant ddm1 que nous avons analysé a été maintenu à l'état homozygote 
pendant 4 générations. Or, les gains de méthylation décrits précédemment ont été observés à des 
générations plus avancées  (Jeddeloh, Stokes, and Richards 1999; Jacobsen et al. 2000; Saze and 
Kakutani 2007), ce qui pourrait expliquer leur absence dans notre lignée mutante.
Nous avons pu définir que 31% de l'hypométhylation induite par la mutation ddm1 est héritée de 
manière stable dans la population d'épiRIL alors que 57% de cette hypométhylation est réversible. 
Les  11% restant  correspondent  à  des  régions  pour  lesquelles  la  probabilité  chez  le  parent  WT 
d'appartenir aux classes M et I est similaire. La localisation chromosomique des locus avec une 
hypométhylation  stable  ou  réversible  indique  que  la  réversion  de  la  méthylation  est  plus 
fréquemment observée dans les régions péricentromériques alors que les pertes de méthylation le 
long des bras chromosomiques sont majoritairement héritées de manière stable. L'hétérogénéité de 
distribution  des  familles  d'ET  le  long  des  chromosomes  pourrait  être  responsable  de  cette 
différence.  En  effet,  la  superfamille  LTR/Gypsy,  majoritairement  localisée  dans  les  régions 
péricentromériques, est caractérisée par une réversion complète de l'hypométhylation. A l'inverse, 
les  éléments  des  superfamilles  LTR/Copia  et  LINEL1  présentent  principalement  une 
hypométhylation stablement héritée et possèdent un plus grand nombre de copies localisées le long 
des bras chromosomiques (cf partie 3.2.1.2). Toutefois, l'étude de la stabilité de l'hypométhylation 
dans chaque superfamille d'ET souligne l'existence d'un continuum de situations, notamment pour 
les  superfamilles  DNA/MuDR  et  DNA/EnSpm  pour  lesquelles  une  réversion  incomplète  est 
observée.
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 5.3.2 Une relation quantitative entre l'abondance en siARN et la réversion de 
l'hypométhylation
Nous avions montré le rôle des siARN dans la réversion des états hypométhylés (Felipe Karam 
Teixeira et al. 2009). Ces analyses indiquaient une relation qualitative entre la restauration de la 
méthylation et la présence de siARN. Toutefois, ces analyses ont été conduites à l'aide de banques 
de petits ARN de faible profondeur. Un séquençage très profond de petits ARN de banques WT et 
ddm1 nous  a  permis  de  confirmer  et  d'approfondir  le  lien  entre  la  présence  de  siARN  et  la 
reméthylation. Les régions avec une hypométhylation réversible présentent bien une abondance en 
siARN  supérieure  aux  régions  avec  une  hypométhylation  stablement  héritée.  Néamoins,  cette 
relation qualitative est  plus prononcée pour le mutant  ddm1. De plus, nous avons identifié une 
corrélation positive entre l'abondance en siARN et l'expressivité de réversion de la méthylation. 
Cette corrélation est encore une fois plus importante pour la banque ddm1 que pour la banque WT. 
Par ailleurs, bien que les éléments de type DNA/MuDR présentent un diminution importante de leur 
accumulation en siARN dans la banque ddm1 par rapport à la banque WT, cette superfamille d'ET 
est enrichie au sein des régions présentant une réversion incomplète de la méthylation de l'ADN. 
Malgré  la  diminution  de  l'abondance  en  siARN chez  le  mutant  ddm1 par  rapport  au  WT,  ces 
éléments conservent un nombre de lectures de siARN de 24nt plus important que les ET avec une 
hypométhylation stable.
L'abondance en siARN dans le mutant ddm1 apparaît comme primordiale pour cette restauration. 
Les différences d'abondance en siARN correspondant aux les ET, chez le sauvage, mais surtout 
chez le mutant ddm1, semblent donc liées au continuum de situations observé pour la réversion de 
la méthylation dans les épiRIL. Il existe donc une relation quantitative entre l'abondance en siARN 
correspondant  aux  ET  et  l'expressivité  de  la  réversion  de  l'hypométhylation.  Une  moindre 
abondance en siARN sera associée à un délai dans la restauration du niveau de méthylation.
Une  partie  de  ces  résultats  a  servi  à  valider  la  définition  de  867  régions  différentiellement 
méthylées (DMR) et ségrégeant de manière mendélienne dans la population d'épiRIL. Ces 867DMR 
ont  eux même servi  à  établir  une carte  génétique pour  la  population d'épiRIL.  Ces cartes sont 
décrites dans un article accepté à PNAS et dont je suis co-auteur (Annexe 4). 
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 5.3.3 Une action en trans de siARN pour induire la restauration de la méthylation?
L'analyse de siARN de la banque WT indique que les régions avec une hypométhylation stable 
sont caractérisées par une plus faible abondance en siARN avec plusieurs positions génomiques que 
les  régions  présentant  une  méthylation  réversible.  Cette  différence  n'est  pas  observée  si  l'on 
considère les siARN avec une seule position génomique. De plus, la corrélation entre l'expressivité 
de la réversion et le nombre de positions génomiques des siARN est supérieure à la corrélation 
observée  avec  l'abondance.  Toutefois,  cette  dernière  observation  est  inversée  dans  le  cas  de la 
banque  ddm1. Une hypothèse permettant d'expliquer cette différence est que les locus conservant 
des  siARN chez  le  mutant  ddm1 sont  plus  répétés  que  ceux  pour  lesquels  une  diminution  de 
l'abondance en siARN est observée.
En effet, la comparaison des ET avec une hypométhylation stable ou réversible indique que les 
éléments présentant une réversion de l'hypométhylation font partie de familles avec un plus grand 
nombre de copies que les ET avec une hypométhylation stable. De plus, une plus grande similarité 
avec  la  séquence  de  référence  est  observée  pour  les  séquences  d'ET  dont  la  méthylation  est 
restaurée. 
Certains éléments LINE sont caractérisés par la présence d'une région présentant une restauration 
de la méthylation et d'une autre présentant une hypométhylation stable. L'analyse de la stabilité de 
l'hypométhylation le long de leur séquence de référence montre que la réversion de la méthylation 
correspond à la région 3' pour laquelle un plus grand nombre d'annotations est identifié.
L'ensemble de ces résultats pourrait suggérer une action en  trans  des siARN. Cette action en 
trans pourrait permettre un renforcement du RdDM dans le mutant ddm1. Une seconde hypothèse 
serait que dans les épiRIL, les siARN produits au niveau d'un ET situé dans une région héritée du 
parent sauvage puissent guider la méthylation d'une copie similaire située dans une région héritée 
du parent ddm1. D'autres hypothèses que cette action en trans sont toutefois envisageables. Il est en 
effet  possible  que  les  séquences  présentant  une  réversion  de  l'hypométhylation  soient  moins 
dégénérées  que  celles  ayant  une  hypométhylation  stable,  ce  qui  pourrait  permettre  un  meilleur 
recrutement  de  la  machinerie  du  RdDM. Des  analyses  complémentaires  sont  donc  nécessaires, 
notamment en tenant compte des cartes de recombinaison qui ont été générées récemment pour les 
épiRIL (Colomé-Tatché et al., sous presse).
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 6 Conclusions et perspectives  
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 6.1 Conclusions  
 6.1.1 Outils bioinformatiques pour l'analyse des siARN
Au  cours  de  mon  travail  de  thèse  j'ai  mis  en  place  un  pipeline  d'analyse  de  données  de 
séquençage à haut débit de petit ARN pour Arabidopsis thaliana. Les outils développés permettent 
l'évaluation de la qualité des données de séquençage, l'alignement des lectures, leur annotation, leur 
visualisation de manière globale ou séquence spécifique et l'analyse du contenu en petits ARN au 
sein d'ET ou de familles d'ET. Ce pipeline a été développé pour tenir compte des caractéristiques 
majeures des petits  ARN (longueur,  abondance,  répétition)  et  permettre  l'analyse des séquences 
génomiques  leur  correspondant  et  qui  sont  pour  la  plupart  des  ET.  J'ai  aussi  contribué  au 
développement d'un package générique pour l'analyse de données de séquençage à haut débit de 
banques  de  petits  ARN.  Ce  package,  qui  supporte  les  données  produites  par  les  principaux 
séquenceurs  actuels,  permet  l'annotation  et  la  réalisation  de  profils  de  petit  ARN  pour  tout 
organisme séquencé.
 6.1.2 Vision statique des siARN d'ET dans un contexte sauvage
L'analyse  de  banques  de  petit  ARN  d'Arabidopsis  thaliana a  permis  de  montrer  que 
l'accumulation en siARN dans les ET est  hautement variable.  Dans les plantules sauvages,  une 
majorité d'ET sont caractérisés par une absence ou une faible densité en siARN et seuls 20% d'ET 
sont caractérisés par une forte densité. L'étude de l'abondance en siARN dans les superfamilles et 
familles  d'ET a  permis  d'identifier  certains  critères  permettant  d'expliquer,  au  moins  en  partie, 
l'accumulation de siARN. Il apparaît que la production de siARN varie en fonction du type d'ET 
mais aussi de leur localisation. De plus, il existe une corrélation négative entre la divergence des 
séquences  et  leur  densité  en  siARN.  Cela  suggère  que  l'accumulation  de  mutations  dans  les 
séquences  d'ET et  donc  l'âge  des  ET auraient  un  impact  négatif  sur  la  production  de  siARN 
correspondant.
La  présence  de  siARN  de  24nt,  même  en  faible  abondance  est  fortement  corrélée  à  la 
méthylation de l'ADN. Cependant, nous avons mis en évidence un mécanisme de propagation de la 
méthylation de  l'ADN à partir  de régions  ciblées  par  des  siARN jusqu'à  des  ET pour  lesquels 
aucune lecture de siARN n'est observé. Cette propagation est observée à la fois dans les régions 
péricentromériques et le long des bras chromosomiques mais sur des longueurs différentes ( ~500pb 
et ~200pb respectivement).
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Sachant que la méthylation de l'ADN peut avoir un effet inhibiteur sur l'activité des promoteurs, 
un risque de propagation de la méthylation de l'ADN pourrait expliquer l'impact négatif des ET 
méthylés sur les gènes situés à proximité, et donc leur contre-sélection plus forte que pour les ET 
non méthylés. En effet, nous avons confirmé la déplétion en ET méthylés à proximité des gènes par 
rapport aux ET non méthylés décrite précédemment (Hollister and Gaut 2009) et nous avons montré 
que cette déplétion est principalement observée au niveau de l'extrémité 5' des gènes. 
J'ai montré que, le long des bras chromosomiques et en amont des gènes, les ET avec une forte 
densité en siARN sont localisés préférentiellement dans une région située entre ~200bp et ~700bp. 
De plus, dans le pollen où une diminution de la méthylation de l'ADN est observée, une corrélation 
négative entre l'abondance en siARN et l'expression des gènes a été mise en évidence. Cette analyse 
quantitative  complète  les  observations  qualitatives  faites  précédemment  (Hollister  et  al.  2011). 
Enfin,  les gènes à proximité d'ET à forte densité en siARN sont enrichis  en fonctions liées au 
développement, alors que les gènes situés à proximité d'ET à faible densité en siARN sont enrichis 
en processus liés à la réponse au stress.
 6.1.3 Vision mécanistique de l'effet de la  perte de méthylation de l'ADN sur les 
populations de siARN
L'analyse des petits ARN du mutant ddm1 a montré que la perte de la méthylation de l'ADN au 
niveau des ET est associée à des variations notables d'abondance en siARN. Nous avons identifié 
~6 000 ET avec  une  diminution  d'abondance  en  siARN de 24nt  et  confirmé l'accumulation  de 
siARN de 21nt observée pour certains ET (Slotkin et al. 2009; Felipe Karam Teixeira et al. 2009). 
Cependant,  alors  que  cette  accumulation  n'avait  été  observée  que  pour  des  éléments  de  type 
ATHILA, nous mettons  en évidence que des ET correspondant  à certaines  familles  ATENSPM 
produisent aussi des siARN de 21nt. Ces ET, comme les éléments de type ATHILA, présentent la 
caractéristique d'être enrichis dans les régions péricentromériques.
L'étude de nos banques de petits ARN pour les doubles mutants ddm1rdr2 et ddm1rdr6 confirme 
des résultats récents (McCue et al. 2012) indiquant que RDR6 est impliquée dans la production des 
siARN de 21nt, ce qui suggère un mécanisme de PTGS au niveau des transcrits des séquences 
ATHILA et ATENSPM. J'ai aussi mis en évidence, au niveau des ORF de ces ET, une production de 
siARN de 24nt indépendants de la voie classique impliquant RDR2. Ces siARN de 24nt, qui sont 
dépendants de RDR6, peuvent guider la méthylation de l'ADN de locus endogènes, ce qui n'avait 
été montré que pour des séquences de transgènes  (Luo and Chen 2007; Jauvion et al. 2012).  La 
production de siARN de 21nt et de 24nt par RDR6 pourrait être induite par le clivage de transcrits 
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d'ET par des microARN dont l'expression est activée suite à la perte de méthylation de l'ADN. Nous 
avons identifié des candidats putatifs pouvant permettre de valider ce type de mécanisme.
 6.1.4 Vision dynamique du rôle des siARN sur la restauration des états de 
méthylation de l'ADN
Nous avons confirmé que l'hypométhylation induite par la mutation ddm1 affecte principalement 
les séquences d'ET et que le contrôle des ET par la méthylation de l'ADN est rétabli au niveau de 
certains ET après restauration de la fonction du gène DDM1. L'analyse, que nous avons réalisée à 
l'échelle  du  génome,  indique  que  plus  de  50% de  l'hypométhylation  est  rétablie  au  cours  des 
générations. De plus, cette analyse met en évidence que l'hypométhylation présente un continuum 
de stabilité dans les épiRIL.
L'étude des banques de petits ARN confirme, à l'échelle du génome, le lien entre la réversion de 
la  méthylation  et  la  présence  de  petits  ARN,  notamment  chez  le  mutant  ddm1.  De plus,  nous 
mettons en évidence une relation quantitative entre l'abondance en siARN et l'expressivité de la 
réversion de la méthylation. Les écarts d'abondance en siARN dans les ET seraient responsables du 
continuum de réversibilité observé.
L'analyse  des  ET  avec  une  hypométhylation  stable  a  montré  une  sur-représentation  des 
superfamilles  LTR/Copia  et  LINEL1.  Or,  aucun  biais  n'a  été  observé  lors  de  l'étude  des 
superfamilles d'ET présentant une diminution de l'abondance en siARN dans ddm1. L'analyse des 
banques  de  petits  ARN des  épiRIL a  permis  de  montrer  que  l'hypométhylation  est  stablement 
héritée lors d'une perte totale de siARN alors qu'une perte modérée des siARN se traduit par une 
réversion à pénétrance incomplète.
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 6.2 Perspectives  
 6.2.1 Une analyse en réseau des ET afin d'explorer l'action en trans des siARN
Certains  des  résultats  de  l'analyse  des  banques  de  siARN  en  relation  avec  la  stabilité  de 
l'hypométhylation pourraient être expliqués par une action en trans  des siARN de 24nt. L'analyse 
des banques des mutants ddm1,  ddm1rdr2 et ddm1rdr6 nous a permis de construire un modèle de 
régulation de locus endogènes via le PTGS et le TGS. Ce modèle présente des similarités avec les 
processus impliqués dans l'inhibition de transgènes pour lesquels les siARN ont une action en trans 
(Luo and Chen 2007; Jauvion et al. 2012).  Enfin,  nous avons observé dans les banques de petits 
ARN des mutants  ddm1,  ddm1rdr2 et  ddm1rdr6 une sur-accumulation de siARN au niveau de 
duplications inversées composées de séquences d'ET. Ces locus sont capables de former de longues 
structures double brin intramoléculaire et de générer des siARN, dont la production ne nécessite pas 
de RDR. Ces siARN pourraient permettre la régulation en trans d'autre ET du génome comme cela 
a été montré pour d'autres répétitions inversées (Dunoyer et al. 2010).
Afin d'explorer une possible action en trans des siARN, il serait utile d'envisager la combinaison 
d'une approche de clustering avec la construction d'un réseau reliant les séquences d'ET en fonction 
des  petits  ARN  qu'elles  partagent  (« connections-siARN »).  Cela  permettrait,  dans  un  premier 
temps, de regrouper les ET en utilisant des données d'expression ou de méthylation puis, dans un 
second temps, d'explorer les « connections-siARN » entre les ET de manière qualitative (siARN de 
21nt ou 24nt) et quantitative. Une telle approche permettrait d'identifier si les ET qui partagent des 
siARN se comportent tous de la même manière en terme d'expression et de méthylation de l'ADN. 
Cela  permettrait  éventuellement  d'identifier  des  « connections-siARN »  favorisant  un 
comportement similaire de plusieurs séquences d'ET.
Une approche similaire pourrait être combinée avec les cartes de recombinaison des épiRIL qui 
permettent d'identifier les séquences d'ET situées dans des régions héritées du parent sauvage ou 
ddm1. Ce type de réseau reliant les ET en se basant sur les siARN rendrait possible l'étude et la 
visualisation des siARN partagés entre les séquences d'ET héritées du parent WT ou du parent 
ddm1. Ceci pourrait être utilisé afin de confirmer ou d'infirmer l'hypothèse qu'une action en trans 
des siARN est impliquée dans la restauration de la méthylation de l'ADN dans les épiRIL.
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 6.2.2 Incorporation de données d'expression
Il serait également utile d'incorporer des données d'expression aux différentes analyses réalisées 
ici. Cela permettrait par exemple de mettre en relation les variations d'accumulation des siARN 
avec l'expression des ET. Il convient notamment de vérifier l'impact des siARN de 21nt et de 24nt 
dépendants de RDR6 sur l'expression des éléments ATHILA. Dans le cadre de l'analyse des épiRIL 
il  faudrait  vérifier  que  la  restauration  de la  méthylation  de l'ADN entraîne  bien  l'inhibition  de 
l'expression des ET. De plus, cela permettrait peut être de caractériser un niveau de méthylation 
minimum pour inhiber l'expression des ET.
Lors de l'analyse des banques de petits ARN des mutants, nous avons identifié des microARN 
accumulés suite à la perte de méthylation de l'ADN. Certains de ces microARN ont été observés 
dans les épiRIL (données non présentées). Une prédiction de gènes cibles couplée à des données de 
méthylation  et  d'expression  permettrait  d'aller  plus  loin  dans  la  caractérisation  du  rôle  de  ces 
microARN. Il conviendrait de faire une comparaison du niveau de méthylation de l'ADN des locus 
de microARN pour identifier les épiRIL dans lesquels ils sont ou non méthylés. Une comparaison 
de l'expression des cibles putatives  permettrait  de sélectionner les meilleurs candidats  pour des 
analyses expérimentales complémentaires par 5' RACE ou banque PARE (dégradome).
 6.2.3 Rôle structural des ATHILA
La perte de la méthylation de l'ADN, induit l'accumulation de siARN de 21nt dépendants de la 
voie RDR6. Il a été proposé que ces siARN, produits abondamment dans le noyau végétatif du 
pollen, servent d'intermédiaires pour renforcer la méthylation de l'ADN des ET dans les cellules 
reproductrices  (Slotkin  et  al.  2009).  Or,  seule  une  faible  proportion  d'ET,  principalement  des 
élément ATHILA, accumulent ces siARN dans ddm1 et seraient donc concernés par ce mécanisme. 
Nous avons montré que, dans  ddm1, ces éléments présentent une sur-accumulation de siARN de 
24nt dépendants de la voie RDR2 en plus de ceux produits par RDR6. De plus nous avons montré 
que RDR6, généralement impliqué dans le PTGS, permet la production de siARN de 24nt qui guide 
la méthylation de l'ADN au niveau de ces séquences d'ET. Ces observations mettent en évidence un 
contrôle renforcé pour ces séquences d'ET. 
Bien  que  le  nombre  de  copies  d'ATHILA varie  entre  les  différents  écotypes  d'Arabidopsis  
thaliana (Davison,  Tyagi,  and  Comai  2007),  ces  éléments  sont  anciens,  dégénérés  et  sont  sur-
représentés dans les régions péricentromériques  par rapport  aux autres familles d'ET  (Peterson-
Burch, Nettleton, and Voytas 2004; Marco and Marín 2008; Slotkin 2010). Malgré une réactivation 
transcriptionnelle de ces éléments observée dans les mutants  ddm1  et  met1, aucun événement de 
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transposition n'a été observé.
Les mécanismes de contrôle apparaissent donc disproportionnés par rapport à la « dangerosité » 
de  ces  ET  pour  le  génome  hôte.  Une  hypothèse  pourrait  être  que  ces  séquences  ont  été 
domestiquées  afin  de  maintenir  une  structure  hétérochromatique  dans  les  régions 
péricentromériques,  via  une  production  constante  de  siARN  à  partir  de  différentes  voies  de 
biosynthèse.  Cette  hétérochromatine  serait  ainsi  maintenue, notamment  dans  les  tissus 
reproducteurs  présentant  une  diminution  de  la  méthylation  de  l'ADN,  et  permettrait  la  bonne 
ségrégation des chromosomes, notamment en méiose. Afin de vérifier certaines de ces hypothèses, 
il conviendrait de vérifier par DAPI que la perte de méthylation de l'ADN observée dans ddm1rdr6 
est liée à une diminution du taux d'hétérochromatine. Il serait aussi possible de comparer par FISH 
la colocalisation des séquences ATHILA et des chromocentres dans les mutants ddim1 et ddm1rdr6. 
Il est attendu que les séquences d'ATHILA ne soient plus localisées dans les chromocentres chez 
ddm1rdr6. 
 6.2.4 Utilisation des siARN pour l'annotation du génome
Dans un contexte sauvage, des caractéristiques d'abondance et de distribution des siARN sont 
observées  pour  les  différentes  superfamilles  et  familles  d'ET.  Les  banques  de  petits  ARN des 
mutants  ddm1,  ddm1rdr2 et  ddm1rdr6 permettent  aussi  de  différencier  les  ET  à  l'aide  des 
informations quantitative et qualitative des siARN qui leur correspondent. De plus, la quantité de 
données de séquençage de petits ARN chez Arabidopsis a explosé au cours des dernières années. 
Ces données, correspondant à des mutants dans les voies de biosynthèse des petits ARN ou de la 
méthylation de l'ADN mais aussi à des tissus et à des conditions variées, pourraient permettre de 
révéler des spécificités supplémentaires sur les siARN produits par les différentes familles d'ET. La 
combinaison de toutes ces données pourrait être utilisée pour caractériser finement les séquences 
d'ET. 
Ces caractéristiques, combinées éventuellement à d'autre données génomiques et épigénomiques 
(méthylation de l'ADN, modification d'histones), pourraient permettre d'optimiser l'annotation des 
ET. Il a en effet été montré que l'application d'une approche HMM (Hidden Markov Model) à partir 
de  marques  chromatiniennes  pouvait  être  utilisée  pour  une  annotation  fine  du  génome humain 
(Ernst and Kellis 2010; Ernst et al. 2011). Chez Arabidopsis, une approche de clustering utilisant le 
même  type  de  données  a  permis  de  construire  une  carte  épigénomique  qui  définit  4  états 
chromatiniens majeurs (Roudier et al. 2011). Ces quatre états permettent de caractériser les régions 
intergéniques, les gènes actifs ou réprimés ainsi que les régions hétérochromatiques riches en ET.
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L'utilisation de méthodes de clustering ou d'approches HMM sur les données de siARN, qui sont 
spécifiques des ET et permettent de les distinguer entre eux, pourrait permettre d'aller plus loin dans 
la caractérisation de l'état chromatinien correspondant aux ET. L'abondance en siARN ainsi que la 
dynamique  des  siARN  dans  les  mutants  pourraient  être  utilisées  pour  définir  plusieurs  états 
hétérochromatiques. De même cela pourrait permettre d'identifier des régions non annotées dont les 
profil de siARN suggèrent qu'elles correspondent à des séquences d'ET. L'identification du type 
d'ET correspondant pourrait ensuite être réalisée en comparant le profil de siARN le long de cette 
nouvelle annotation aux profils de siARN le long de familles connues. 
 6.2.5 Utilisation des siARN correspondant aux les ET pour la reconstruction d'un 
modèle évolutif
Nous  avons  mis  en  évidence  des  différences  d'abondance  en  siARN  entre  les  ET dans  un 
contexte sauvage. Alors que certaines familles ont des densités faibles en siARN de 24nt, d'autres 
présentent au contraire une accumulation forte en siARN les ciblant spécifiquement.  De même, 
l'analyse des banques de petits ARN des mutants montre qu'une production de siARN spécifique de 
certaines familles d'ET est induite suite à la perte de leur contrôle épigénétique. Ces particularités 
indiquent une diversité de contrôle des ET par les siARN et la méthylation de l'ADN. Cela est 
illustré par les variations observées pour la stabilité de l'hypométhylation de l'ADN dans les épiRIL.
Ces différences peuvent être expliquées par des spécificités dans les mécanismes de production 
de  ces  siARN  et  notamment  dans  le  recrutement  des  ARN  polymérases  ADN  dépendantes. 
Cependant, bien qu'une hétérogénéité d'abondance en siARN ait aussi été identifiée chez d'autres 
espèces  de  plantes  comme  le  blé  (Cantu  et  al.  2010),  des  disparités  existent  par  rapport  aux 
observations  faites  chez  Arabidopsis.  En  effet,  dans  le  blé,  contrairement  à  Arabidopsis, 
l'accumulation de siARN est importante pour les superfamilles Mariner et Copia et faible pour les 
éléments LINE. Cela peut résulter de différences de contrôle des ET par les siARN entre espèces, 
comme cela a été mis en évidence entre Arabidopsis thaliana et Arabidopsis Lyrata (Hollister et al. 
2011).  Enfin,  l'abondance  en  siARN et  le  niveau  de  méthylation  de  l'ADN sont  négativement 
corrélés avec la divergence des ET (Ahmed et al. 2011). L'abondance en siARN ainsi que les profils 
des siARN le long des ET pourraient donc refléter l'histoire évolutive des ET au sein des génomes. 
La comparaison de ce type de données entre les accessions d'Arabidopsis et différentes espèces de 
plantes  pourrait  donc,  à  un  certain  niveau,  être  utilisés  pour  construire  un  modèle  évolutif  de 
l'invasion  des  ET au  sein  des  génomes  de  plantes.  En  effet,  le  séquençage  des  génomes  des 
accessions d'Arabidopsis (Cao et al. 2011) va notamment permettre d'identifier des événements de 
transpositions spécifiques ou partagés entre plusieurs accessions. La comparaison des populations 
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de siARN des accessions d'Arabidopsis, entre elles ainsi qu'avec des espèces proches, permettrait 
d'avoir une meilleure compréhension de la mise en place et du maintien du contrôle des ET par les 
siARN.
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pushes the origin of this structure deep into the
euarthropod stem group.
Note added in proof: The recently described
Schinderhannes bartelsi (31) has been placed
between Anomalocaris and the upper stem group
arthropods in a cladogram consistent with the anal-
ysis here. It has biramous trunk limbs with filamen-
tous exites, an anomalocaridid-like radialmouthpart,
and frontal appendages remarkably similar to those
ofHurdiamorph B. Presence of these features in an
animal that lacks lateral lobes and gills adds evi-
dence to the theory that Cambrian biramous limbs
formed by fusion of these structures.
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A Role for RNAi in the Selective
Correction of DNA Methylation Defects
Felipe Karam Teixeira,1,2 Fabiana Heredia,1 Alexis Sarazin,2 François Roudier,1,2
Martine Boccara,1,2 Constance Ciaudo,3,4 Corinne Cruaud,5 Julie Poulain,5 Maria Berdasco,6
Mario F. Fraga,6* Olivier Voinnet,3 Patrick Wincker,5 Manel Esteller,6 Vincent Colot1,2†
DNA methylation is essential for silencing transposable elements and some genes in higher
eukaryotes, which suggests that this modification must be tightly controlled. However, accidental
changes in DNA methylation can be transmitted through mitosis (as in cancer) or meiosis, leading
to epiallelic variation. We demonstrated the existence of an efficient mechanism that protects
against transgenerational loss of DNA methylation in Arabidopsis. Remethylation is specific to the
subset of heavily methylated repeats that are targeted by the RNA interference (RNAi) machinery.
This process does not spread into flanking regions, is usually progressive over several generations,
and faithfully restores wild-type methylation over target sequences in an RNAi-dependent manner.
Our findings suggest an important role for RNAi in protecting genomes against long-term
epigenetic defects.
Cytosine methylation in plant genomesoccurs predominantly at CG sites butalso at CHG and CHH sites (where H is A, T, or C). Genetic analysis in Arabidopsishas uncovered an interplay between “mainte-nance” and “de novo” DNA methyltransferases
(MTases), DNA demethylases, histone-modifying
or remodeling enzymes, and RNA interference
(RNAi) components (1, 2). Among many mu-
tants identified, those in the MTase geneMET1
and the adenosine triphosphatase chromatin
remodeler gene DDM1 lead to the most severe
loss (>70%) of DNA methylation overall (3–6).
This loss persists in F1 plants obtained in crosses
Fig. 4. Cladistic analysis (12) of selected stem- and crown-group arthropods (SOM text, fig. S3, and
table S3). This is a strict consensus of three trees found using branch and bound search under implied
weights [concavity constant (k) = 2]. Tree length, 53.89; rescaled consistency index, 0.76. Jackknife
supports are shown at the nodes when over 50%.
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with the wild type, despite met1 and ddm1 mu-
tations being recessive (3–6), as well as in sub-
sequent generations, at least at the few loci that
have been examined (2, 7). These and other find-
ings have led to the prevalent view that in plants,
DNA methylation cannot be restored once it has
been severely compromised (2, 7, 8). However,
given the stability of DNA methylation of repeat
elements across generations (9),mechanismsmust
exist that protect plant genomes against the
irremediable loss of DNA methylation.
To address this issue, we examined the trans-
generational stability of ddm1-induced hypometh-
ylation of a large number (n = 56) of transposable
elements and other repeats. Methylation was
first investigated five generations after segre-
gation of the ddm1 mutation [the DDM1/DDM1
F5 lines were obtained through one backcross and
three selfings (BC1 and S3)] (fig. S1 and table
S1) by means of McrBC digestion and quantita-
tive polymerase chain reaction (McrBC-QPCR)
(10). Of 47 ddm1-hypomethylated sequences
examined in the repeat-rich 500-kb-long hetero-
chromatic knob on chromosome 4, 21 remained
hypomethylated in DDM1/DDM1 F5 lines that
had inherited the knob region from the ddm1
parent (Fig. 1A and table S2). However, another
22 sequences had wild-type (WT) methylation
levels, and only four showed inconsistent meth-
ylation between these lines. The interspersion
of hypo- and WT methylation and the con-
sistency of methylation patterns between lines
(Fig. 1A and table S2) as well as in more
Fig. 1. DNAmethylation
and expression analyses in
WT, ddm1, and progeny
lines. (A) Annotation is at
the top (red, DNA transpos-
ons; green, retro-elements).
The ATENSAT1 tandemar-
ray (22.5 copies) is de-
picted as four bracketed
red arrowheads. Vertical
bars indicate methylation
levels (light gray indicates
<30%methylation). (Bot-
tom) Remethylated se-
quences are marked by
arrows and nonremethyl-
ated sequences by open
circles; sequences that were
equally methylated in WT
and ddm1 are indicated
by an equals sign. Incon-
sistent DNA methylation
levels (T30%ormore) be-
tween the three F5 lines
are indicated by a ques-
tion mark. (B) Average
DNA methylation level of
18 nonremethylatable
and 18 remethylatable
sequences in WT, ddm1,
and F1 progeny of recip-
rocal crosses. The average
between WT and ddm1 is
also shown. (C) Average
DNAmethylation of 8 non-
remethylatable and 15 re-
methylatable sequences in
WT, ddm1, and twoDDM1/
DDM1 progeny lines fol-
lowed through four self-
ings (F2 to F5). (D) and (E)
reverse transcription PCR
(RT-PCR) analysis of two
nonremethylatable and
three remethylatable trans-
posable elements (TEs). Re-
sults are expressed as a
percentage of expression
relative to controls (10).
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Fig. 2. Bisulfite se-
quencing analysis of
DNA methylation in WT,
ddm1, and progeny
lines. (A) The locations
of At4g03650 (remethyl-
atable) and At4g03826
(nonremethylatable) are
shown at the top. Vertical
bars indicate the percent-
age of methylation for
each cytosine, and n is
the number of clones
sequenced. (B) Percent-
age of CG, CHG, and
CHHmethylation present
in ddm1 as compared
with that in WT. The total
number of sites analyzed
is shown above each bar.
Differences were statisti-
cally significant for CHG
and CHH sites (two-tailed
t test, P < 0.01) but not
for CG sites.
Fig. 3. Involvement of
RNAi in the distinction
between remethylatable
and nonremethylatable
sequences. (A) sRNAs
(blue, 20 to 21 nt; green,
22 to 23 nt; red, 24 to
25 nt; pink, other sizes)
matching 700–base pair
(bp) regions centered on
two remethylatable (R)
and two nonremethyl-
atable (NR) knob se-
quences, as probed by
use of McrBC-QPCR and
bisulfite sequencing (BS)
(black bars). (B) Nor-
malized density (10) of
24-nt RNAs for 14 un-
methylated (U), 24 non-
remethylatable, and 27
remethylatablesequences.
Data for WT was derived
from (17). (C) Frequency
plot of 19- to 26-nt RNAs
(minus miRNAs and
tasiRNAs). (D) RT-PCR
analysis of ARGONAUTE
4 (AGO4), DCL2, DCL3,
NRPD1A, NRPD1B, and
RDR2 transcripts. Results are expressed as a percentage of expression relative
to controls (10). (E) Average DNAmethylation of two unmethylated, 15 nonremeth-
ylatable, and 20 remethylatable sequences in different genetic backgrounds. (F)
Average percentage of methylation in ddm1 relative to WT for three remethyl-
atable and four nonremethylatable sequences (figs. S5 and S6). Differential loss of
CHH methylation in ddm1 is statistically significant (two-tailed t test, P < 0.01).
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advanced generations (F6 to F9) (figs. S2 and
S3) were all indicative of a robust and targeted
remethylation process. This was further illus-
trated by the fact that even when located close
(<2.5 kb) to remethylated sequences, nonmeth-
ylated controls remained unmethylated (Fig.
1A and table S2). Remethylation was also ob-
served for five of eight ddm1-hypomethylated
sequences tested outside of the knob, indicat-
ing that this process acts throughout the ge-
nome (fig. S3).
To determine when remethylation occurs and
whether it might be parent-of-origin–specific, we
performed reciprocal crosses between wild type
and ddm1 plants. Irrespective of the direction of
the cross, methylation levels were constant in
the different F1 plants and were systematically
intermediate between the wild type and ddm1,
whether “remethylatable” or “nonremethylatable”
according to the initial analysis of F5 lines (Fig.
1B, fig. S4, and table S2). These results are in
agreement with global measurements of cyto-
sinemethylation (11) and indicate that remethyla-
tion does not occur detectably in the F1 progeny
of ddm1–wild type crosses. F1 plants were selfed
or reciprocally backcrossed with the wild type,
and F2 individuals of DDM1/DDM1 genotype
were propagated for several generations. Eight
of the 21 nonremethylatable sequences orig-
inally identified (Fig. 1A) were tested, and none
had regained DNA methylation in these new F2
to F5 lines (Fig. 1C and table S2). On the other
hand, 12 of 15 remethylatable sequences had
increased methylation by the F2 and three by
the F3 (Fig. 1C and table S2). With three ex-
ceptions, remethylation was progressive and
reached WT levels after one to three additional
generations (Fig. 1C and table S2). Remethylation
efficiencies were similar in the progeny of recip-
rocal backcrosses, ruling out overt parent-specific
effects. Furthermore, remethylation did occur
when either one or both copies of the knob were
derived from the ddm1 parent, indicating that
this process differs from paramutation (12) or
meiotic transfer of methylation (13), which in-
volves a transfer of epigenetic information be-
tween alleles.
Many transposable elements are reactivated
in ddm1 (14, 15), and several nonremethylat-
able and remethylatable sequences were of this
kind. However, nonremethylatable elements re-
mained active after the restoration of DDM1
function, whereas remethylatable elements be-
came resilenced (Fig. 1, D and E). This sug-
gests an important function for remethylation
in protecting the genome against the deleterious
effects of transposable element activity.
Three remethylatable and four nonremeth-
ylatable sequences were then analyzed by means
of sequencing of bisulfite-treated DNA (10). These
Fig. 4. Involvement of
RNAi in faithful remethyl-
ation. DNA methylation
was measured by means
of McrBC-QPCR in F2 and
F3 progeny lines with a
ddm1-derived knob re-
gion. Results are sum-
marized as illustrated.
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two groups of sequences, which had compara-
ble CG, CHG, and CHH compositions (fig. S7A),
exhibited similar methylation in WT plants (Fig.
2A and fig. S7B),which is consistentwithMcrBC-
QPCR (Fig. 1, A to C, and table S2) and genome-
wide bisulphite sequencing data (fig. S7C) (16).
In the DDM1/DDM1 F5 lines, faithful remeth-
ylation was observed at CG, CHG, and CHH sites
for remethylatable sequences, whereas nonre-
methylatable sequences retained their ddm1
hypomethylation profiles (Fig. 2A and figs. S5
and S6). Bisulfite sequencing also indicated that
the more pronounced loss of methylation in
ddm1 over nonremethylatable sequences (Fig. 1,
A to C, and table S2) was caused by differences
at CHH and CHG but not CG sites (Fig. 2B and
figs. S5 and S6). Indeed, although the loss of
methylation in ddm1 was severe at CG sites for
the two groups of sequences (around 80%), as
well as at CHG and CHH sites for nonremeth-
ylatable sequences (80 and 95%, respectively), it
was less so at CHG sites and only marginal at
CHH sites for remethylatable sequences (60 and
25%, respectively) (Fig. 2B and fig. S6). These
results revealed a strong dependence of CHH
methylation on DDM1, but only at nonremeth-
ylatable sequences.
Given the involvement of RNAi inCHHmeth-
ylation (1, 2), small RNA (sRNA) deep-sequencing
data available for the wild type (17) were exam-
ined and compared with similar data obtained
for ddm1 (10). Contrary to nonremethylatable
sequences, remethylatable sequences were char-
acterized in WT plants by an abundance of cor-
responding sRNAs of mostly 24 nucleotides (nt)
(Fig. 3, A and B, fig. S8, and table S1), which is
consistent with genome-wide data indicating
that 24-nt small interfering RNAs (siRNAs)
match only a subset of methylated repeats (18).
Analysis of the ddm1 data revealed a change as
comparedwith that of the wild type in the relative
proportion of the different size classes of sRNAs
other than known microRNAs (miRNAs) or
trans-acting small interfering RNAs (tasiRNAs)
(Fig. 3C). This change was mainly caused by a
specific andmassive accumulation of 21-nt siRNAs
matching ATHILA elements (Fig. 3A, fig. S8,
and table S1) (10), which is similar to that ob-
served in met1 mutant plants (18) as well as in
tissue culture (19). Nonetheless, 18 of the 27 re-
methylatable sequences, including most ATHILA
sequences, were still characterized by an abun-
dance of matching 24-nt siRNAs (Fig. 3, A and
B, fig. S8, and table S1) (10), which is in agree-
ment with previous studies (15, 20). This sug-
gests that the RNAi machinery is responsible
for the persistence of CHH methylation specif-
ically at remethylatable sequences in ddm1 and
hence in their distinction from nonremethyl-
atable sequences. Consistent with this, transcript
levels of genes involved in the 24-nt siRNA pro-
duction pathway (21–23), including DICER-LIKE
3 (DCL3),RNA-DEPENDENTRNAPOLYMER-
ASE 2 (RDR2), NUCLEAR RNA POLYMERASE
D 1A (NRPD1A), andNRPD1B, were unchanged
in ddm1 (Fig. 3D). As anticipated from the dis-
appearance of 24-nt siRNAs in rdr2 and dcl2dcl3
mutants (22, 23), methylation was almost com-
pletely lost over remethylatable sequences when
ddm1 was combined with rdr2 or dcl2dcl3
(Fig. 3E and table S2). Reduction of methyla-
tion at nonremethylatable sequences was also
observed in ddm1rdr2 or ddm1dcl2dlc3mutant
seedlings (Fig. 3E and table S2), suggesting a
low input from the RNAi pathway in the meth-
ylation of these sequences. Although global
methylation levels were unaffected in rdr2,
dcl2dcl3, and nrpd1a&1b mutant seedlings (fig.
S9 and table S2), a significant loss of CHH
methylation occurred specifically over remeth-
ylatable sequences (Fig. 3F and figs. S5 and S6).
These results establish a crucial role for RNAi
in the distinction between remethylatable and
nonremethylatable sequences.
To determine whether RNAi is causal in
remethylation, ddm1rdr2 plants were crossed
with rdr2 single mutants and the F1 progeny
was selfed to obtain F2 and F3 progeny with
impaired RNAi but restored DDM1 function.
We observed rare and nonprogressive methyl-
ation, which affected both remethylatable and
nonremethylatable sequences (Fig. 4 and table
S2). This mostly sporadic low-level methyla-
tion is reminiscent of that observed in mutant
plants homozygous for a null allele of the main-
tenance MTase gene MET1 (8) and suggests
that when RNAi is compromised, an ineffi-
cient mechanism of compensatory methyla-
tion may come into play. This demonstrates an
essential function of RNAi in robust and spe-
cific remethylation.
We have shown that contrary to the pre-
valent view (2, 7, 8), numerous repeat elements
can efficiently regain WT methylation after a
severe loss in Arabidopsis. This remethylation
is guided by the RNAi machinery, does not
spread into nearby sequences, and, in the case
of reactivated transposable elements, is asso-
ciated with their resilencing. Thus, two main
types of methylated repeat elements may be
distinguished (fig. S10A). Although methyla-
tion of some repeat elements depends almost
exclusively on maintenance MTases and can-
not be regained once compromised, other re-
peat elements are efficiently targeted in parallel
by the RNAi-dependent de novo methylation
machinery, which contributes marginally to
their overall methylation but is critical for their
faithful remethylation. A third, minor group of
repeats is targeted solely by the RNAi-dependent
de novo methylation machinery (18, 24) and
therefore remains unaffected in ddm1 or met1
(fig. S10B).
The progressivity of remethylation paral-
lels that of the de novo RNA-dependent DNA
methylation that is frequently observed with
transgenes (1, 2). This suggests that remethyla-
tion may be most effective for recently inserted
transposable elements and that nonremethyl-
atable repeats were likely to have been reme-
thylatable when first inserted. Although the
frequency with which DNA methylation can
be lost in natural settings is unknown, our dis-
covery of a corrective mechanism reveals an im-
portant role for RNAi in protecting the genome
against transgenerational epigenetic defects. This
mechanism also has potential adaptive and evo-
lutionary implications (25) because it allows for
the generation of epialleles with differences in
transgenerational stability.
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Annexe 2
Représentations MAplot des analyses différentielle de l'abondance en siARN de 21nt et de 24nt dans les régions de 
165nt correspondant au fenêter de la sondes Nimblegen. Les analyses différentielles ont été réalisé à l'aide de NOISeq 
(Tarazona et al. 2011) à partir des banques de petits ARN de WT, ddm1, ddm1rdr2 et ddm1rdr6. Les régions présentant 
une accumulation différentielles sont indiquées en couleur et les effectifs sont indiqués.
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Annexe 3
Caractéristiques des lectures des petits ARN pour la banque WT et quatre banques de lignées épiRIL Histogrammes 
représentant la proportion de lectures en fonction de leur longueur et de leur annotation. Les lectures ont été alignées sur 
le génome et annotées à l'aide de différentes bases de données selon la méthode décrite dans la partie 2.2.3.
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The rate ofmeiotic crossing over (CO) varies considerably along chro-
mosomes, leading to marked distortions between physical and ge-
netic distances. The causes underlying this variation are being
unraveled, and DNA sequence and chromatin states have emerged
as key factors. However, the extent to which the suppression of COs
within the repeat-rich pericentromeric regions of plant andmamma-
lian chromosomes results from their high level of DNA polymor-
phisms and from their heterochromatic state, notably their dense
DNA methylation, remains unknown. Here, we test the combined
effect of removing sequence polymorphisms and repeat-associated
DNAmethylation on themeiotic recombination landscape of anAra-
bidopsis mapping population. To do so, we use genome-wide DNA
methylation data from a large panel of isogenic epigenetic recombi-
nant inbred lines (epiRILs) to derive a recombination map based on
126 meiotically stable, differentially methylated regions covering
81.9% of the genome. We demonstrate that the suppression of
COs within pericentromeric regions of chromosomes persists in this
experimental setting. Moreover, suppression is reinforced within 3-
Mb regions ﬂanking pericentromeric boundaries, and this effect
appears to be compensated by increased recombination activity in
chromosome arms. A direct comparison with 17 classical Arabidopsis
crosses shows that these recombination changes place the epiRILs at
the boundary of the range of natural variation but are not severe
enough to transgress that boundary signiﬁcantly. This level of ro-
bustness is remarkable, considering that this population represents
an extreme with key recombination barriers having been forced to
a minimum.
decrease in DNA methylation 1 | epigenetic | inheritance |
DNA methylome | epi-haplotype
Meiotic recombination is a fundamental process in geneticswhereby maternally and paternally inherited homologous
chromosomes exchange material, either nonreciprocally by gene
conversion or reciprocally by crossing over (CO). COs are not
distributed uniformly along the genome but occur more often in
chromosome arms and are strongly suppressed in pericentro-
meric regions (1–3), partly as a result of sequence and chromatin
determinants (1, 4–8). It is commonly believed that in plants and
mammals high levels of DNA sequence polymorphisms as well as
heterochromatic features associated with repeats, notably dense
DNA methylation and transcriptional silencing, play a central
role in this suppression (1, 4).
Suppression of COs by dense DNA methylation has been
demonstrated experimentally in the fungus Ascobolus (7). Spe-
ciﬁcally, COs were reduced when the recombination interval was
methylated on one homolog and were abolished almost com-
pletely when methylated on both homologs. In Arabidopsis, two
recent mapping studies analyzed F2 progeny derived from crosses
between Columbia ddm1 and met1 [Col(ddm1),Col(met1)] DNA
methylation mutants and wild-type Landsberg [Ler(WT)] acces-
sions and showed that loss of DNA methylation could not alle-
viate the suppression of COs in pericentromeric regions of
chromosomes (9, 10). However, as pointed out by the authors,
this experimental design could not rule out an inhibitory effect of
sequence divergence between Col and Ler on COs.
An ideal design would use crosses between isogenic individu-
als, with one of the crossing partners having decreased DNA
methylation levels throughout the genome (9). Melamed-Bes-
sudo and Levy (9) implemented such an approach by crossing
Col(ddm1) mutant to Col(WT). Using two ﬂuorescent markers
spanning a 16-centimorgan (cM) interval on the arm of chro-
mosome 3, they detected increased CO rates in F2 plants derived
from these parents relative to plants derived from a Col
(WT)×Col(WT) control cross and concluded that COs in eu-
chromatic regions can be up-regulated by loss of DNA methyl-
ation. A similar approach at a genome-wide scale and with high
mapping resolution, particularly in pericentromeric regions, has
not been attempted because of a lack of appropriate molecular
and genetic tools. Hence, the combined effect of DNA methyl-
ation and sequence variation on COs has not been tested com-
prehensively in Arabidopsis or in any other higher eukaryote.
We previously reported the construction of a large population
of epigenetic recombinant inbred lines (epiRILs) in Arabidopsis
(11, 12), which provides a powerful experimental system to con-
duct such a test. These epiRILs were obtained by ﬁrst crossing
a fourth-generation plant homozygous for the recessive ddm1-2
mutation with a near-isogenic WT individual. The ddm1-2 mu-
tation mostly affects transposable elements (TEs) and other
repeats, which lose DNA methylation and become transcrip-
tionally reactivated in a transmissible manner in many instances
(11–14). However, transposition events are relatively rare (15).
Thus, F1 individuals can be considered homozygous through-
out the genome, except at the DDM1 locus and at the few loci
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affected by TE mobilization, but have chromosome pairs that
differ markedly in their DNA methylation levels and transcrip-
tional activity over TEs and other repeats (11, 16). A single F1
DDM1/ddm1 individual was backcrossed to the WT parental line,
and after the progeny homozygous for the WT DDM1 allele were
selected, the epiRILs were propagated through seven rounds of
selﬁng. In this design, more than 85% of all informative recom-
bination events occur in the ﬁrst two inbreeding generations (F1
and backcross), with fewer informative events being contributed
by each subsequent generation (17).
Previous targeted analysis indicated that many of the parental
differences in DNA methylation and transcriptional activity of
repeats are inherited stably in the epiRILs (11, 12). Regions with
segregating DNAmethylation states therefore can serve as physical
markers to detect the frequency and distribution of recombination
events along chromosomes even though the two homologs have
nearly identical DNA sequences.
In this study we report the construction of a recombination map
using genome-wide DNA methylation data from 123 epiRILs.
This map was derived from 126 meiotically stable differentially
methylated regions (DMRs) covering 81.9% of the total genome.
Estimates of the genetic length for each chromosome revealed
that global recombination rates are comparable with those of
classical Arabidopsis crosses. On a local scale, we demonstrate
that suppressed recombination activity within repeat-rich, peri-
centromeric regions of chromosomes is maintained robustly even
after the removal of sequence polymorphisms and repeat-asso-
ciated DNA methylation. Furthermore, we were able to identify
3-Mb regions ﬂanking pericentromeric boundaries that appear to
be subject to additional suppression and show that this effect is
accompanied by increased recombination activity in chromosome
arms. A direct comparison with 17 classical Arabidopsis crosses
reveals that these recombination changes place the epiRILs at the
boundary of the range of natural variation but appear not to be
severe enough to transgress that boundary signiﬁcantly.
Results
Construction of a Recombination Map Using Transgenerationally Stable
DMRs. To demonstrate that transgenerationally stable DMRs can be
used for the construction of a recombination map in an isogenic
population, we carried out methylated DNA immunoprecipitation
followed by hybridization to a whole genome DNA tiling array
(MeDIP-chip) on 123 epiRILs and on the two parental lines (256
array experiments including replicates). The 123 epiRILs originally
were chosen using a selective (epi)genotyping strategy for two un-
correlated complex traits, ﬂowering time and root length. We used
a three-state Hidden Markov Model (HMM) to classify tiling array
signals into three underlying DNA methylation states (18): unme-
thylated (U), intermediate methylation (I), or methylated (M).
Benchmarking of theseHMMcalls against whole-genome bisulphite
sequencing data (∼30×) for six epiRILs conﬁrmed that both the
MeDIP protocol and the analysis method performed well (SI Ap-
pendix, Fig. S1 and Table S1). Comparison of the two parental DNA
methylomes revealed 2,611 DMRs representing clear instances of
methylation loss in ddm1 (transitions from M to U). These DMRs
(median length: 1,211 bp; range: 318–24,624 bp) were distributed
throughout the genome but, as expected, were more abundant in
pericentromeric regions (Fig. 1A and SI Appendix, Table S2) (19).
We examined the DNA methylation state at all parental DMRs
in each of the 123 epiRILs and inferred their parent of origin (i.e.,
epigenotypes). Segregation was not compatible with stable in-
heritance of ddm1-induced DNA hypomethylation for 1,744
(66.8%) of the parental DMRs, and in most of these cases our
data pointed to fully or partially penetrant reversion to WT DNA
methylation. In contrast, 867 (33.2%) of the parental DMRs
segregated in the expected 3:1 Mendelian ratio (SI Appendix, Fig.
S2 and Table S3). Stable DMRs were associated with a compara-
tively lower abundance of siRNAs in the WT and ddm1 parental
lines (SI Appendix, Fig. S3). These ﬁndings are in agreement with
previous analyses (11, 12) and indicated that the 867 stable DMRs
are not efﬁcient targets of siRNA-mediated DNA remethylation,
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Fig. 1. Recombination map construction. (A) Genome-wide distribution of the 2,611 parental DMRs (Top) and the 126 DMRs (i.e., markers; Middle) retained
for construction of the recombination map (purple, Bottom) for each of the ﬁve Arabidopsis chromosomes. The mapping between physical and genetic
positions of markers is shown. (B) Inference of inherited WT (green) and ddm1 (red) haplotypes along the genome (x-axis) as inferred from the recombination
map for each of the 123 epiRILs (y-axis) (SI Appendix, Table S5). Chromosome extremities not covered by the genetic map are indicated in gray. The genome
of epiRIL 344 is indicated by an arrow. A schematic representation of each chromosome is plotted above the map with the physical location of the DDM1 gene
shown at the end of chromosome 5. (C) Transgenerational methylation data for epiRIL 344. Shown are the average methylation signals for the 126 markers,
with regions that are predicted to become ﬁxed for the ddm1 haplotypes (thin red lines) and the WT haplotypes (thin green lines) after seven selﬁng
generations. The average signals (red and green thick solid lines) are in agreement with Mendelian inbreeding theory (black solid lines).
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even after eight rounds of meiosis. These stable DMRs therefore
could serve as physical markers in an extension of the Lander–
Green algorithm (20) to derive a genetic map. After application
of the algorithm and removal of mainly genetically redundant
markers (i.e., markers located less than 0.0001 cM apart), 126 of
the original 867 markers were retained (Fig. 1 A and B and SI
Appendix, Fig. S2 and Table S4). These 126 markers covered
∼81.9% of the total genome (74.7, 77.0, 98.4, 91.1, and 73.0% of
chromosomes 1, 2, 3, 4, and 5, respectively).
Many of the 126 markers contained TE sequences, consistent
with the targeted effect of ddm1 on these and other repeats (SI
Appendix, Fig. S4). However, in a vast majority of cases, markers
included only TE relics, which likely have lost their capacity to be
mobilized (SI Appendix, Table S6). Indeed, both comparative
genomic hybridization (SI Appendix, Fig. S5) and preliminary
whole-genome resequencing suggested that none of the 126
DMRs contains sequences that were mobilized in the parental
ddm1 line or the epiRILs (SI Appendix, Table S6). Consistent with
this ﬁnding, pair-wise recombination fractions between the 126
markers indicated a well-behaved and robust genetic map, remi-
niscent of those typically seen in classical crosses involving DNA
sequence markers, with high correlation among linked loci and
virtually no correlations among loci in different chromosomes (SI
Appendix, Fig. S6). Moreover, all inferred ddm1-inherited non-
recombinant pericentromeric haplotypes contained signiﬁcantly
less DNA methylation and were more actively transcribed than
their WT counterparts (SI Appendix, Figs. S7 and S8).
To test further the transgenerational stability of the 126
markers as well as our inference of the parental epigenotypes at
these marker locations, we performed genome-wide DNA
methylation analysis for one selected line (epiRIL 344) for each
of its seven selﬁng generations (7 × 2 replicates = 14 array
experiments). Fixation occurred for the predicted parental epi-
genotype in each case, and the rate of approach toward ﬁxation
was consistent with Mendelian inbreeding theory for a backcross-
derived RIL (19) (Fig. 1C). Taken together, these results rule
out any ambiguity in the actual location or DNA methylation
state of the stable DMRs used for constructing the genetic map.
Total Genetic Length in the epiRILs Does Not Diverge Signiﬁcantly
from the Natural Range. One approach for evaluating the epi-
RILs recombination map is by comparison with a Col(WT)×Col
(WT)-derived reference cross. In this set-up, changes in re-
combination patterns can be attributed directly to DNA
methylation loss. However, tracking recombination events in such
a reference is experimentally challenging. It requires a system
akin to the ﬂuorescent marker reporters used by Melamed-Bes-
sudo and Levy (9), which does not easily scale genome-wide. An
alternative approach is to evaluate the epiRILs in the context of
natural variation. In terms of DNA sequence and DNA methyl-
ome divergence of its founder parental lines, the epiRILs can be
viewed as representing an extreme situation with key barriers to
recombination having been forced to a minimum. An important
question therefore is how genome-wide recombination patterns
in this population compare with those seen in crosses derived
from different pairs of natural accessions.
We estimated the genetic length for each of the ﬁve epiRIL
chromosomes using Haldane’s map function. The lengths were
106.3, 61.4, 101.4, 82.7, and 65.9 cM for chromosomes 1–5, re-
spectively, and correlated positively with physical chromosome
length (SI Appendix, Fig. S9). The total length of the genetic map
was 417.7 cM, yielding an average marker spacing of ∼0.804 Mb
(3.45 cM). These estimates are similar to those previously
reported for genetic maps based on classical Arabidopsis crosses
(21–24). The use of other map functions that account for CO
interference, such as the Kosambi or Carter and Falconer func-
tions, yielded very similar results (SI Appendix, Fig. S10). To
perform a more direct comparison between the epiRIL map and
those of classical Arabidopsis crosses, we reanalyzed re-
combination data obtained for 17 F2 populations (24) that were
derived from pairs of 18 distinct natural accessions. In total, these
populations consisted of 7,045 plants (∼410 plants per cross;
range: 235–462 plants), which were genotyped at 235 markers on
average (range: 215–257 markers) (24). To facilitate a meaningful
comparison, we constructed a consensus map using 83 markers
that were shared across populations (SI Appendix, Fig. S11 and
Table S7). Thorough testing showed that the reduction to 83
markers in the epiRIL and F2 maps led to no signiﬁcant loss of
information in capturing the linkage structure along chromo-
somes (SI Appendix, Figs. S12 and S13), and the 83 markers
therefore were deemed appropriate for this comparative analysis.
Estimates of the genetic length of each of the ﬁve chromo-
somes revealed substantial natural variation among the F2 pop-
ulations (Figs. 2B and 3A). However, the genetic lengths of the
epiRIL chromosomes did not diverge signiﬁcantly from the
natural range (Figs. 2B and 3A). The exception was chromosome
1, where we observed a signiﬁcant increase relative to ﬁve of the
A
B
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Fig. 2. Comparison of global and local re-
combination patterns in the epiRILs and the 17 F2
populations (24). (A) Chromosome-wide gene (light
gray line) and transposon (dark line) density distri-
bution. The 3-Mb windows bracketing the in-
tersection points between transposon- and gene-
dense regions are indicated in orange. (B) Cumula-
tive cM lengths of the epiRILs (thick purple line) and
each of the F2 populations (thin green lines) using
the consensus map. Purple shading shows the ±95%
conﬁdence interval (CI).The thick green line denotes
the average F2 cumulative length (in cM). The dot-
ted vertical lines deﬁne the pericentromeric regions
of each chromosome. (C) The distribution of nor-
malized recombination intensities (cM/Mb of
a given marker interval divided by the cM/Mb
chromosome average) shows suppression of re-
combination within pericentromeric regions and
elevation at its boundaries. Color coding is as in B.
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F2 crosses. Overall, therefore, our data indicate that the global
recombination rate in the epiRILs is not altered drastically.
Nonetheless, we noted a clear, but nonsigniﬁcant, trend toward
longer genetic lengths for chromosomes 1–4 as compared with
the F2 populations (Fig. 3A); this trend is at least partly consis-
tent with DNA methylation and DNA sequence polymorphisms
acting as barriers to the global recombination rate in Arabidopsis.
Suppression of Pericentromeric Recombination Persists in the epiRILs
and Shows a Trend Toward Additional Reinforcement. To explore the
relationship between the epiRILs map and those of the different F2
crosses at a subchromosomal scale, we examined in more detail the
distribution of recombination intensities, expressed as cM/Mb, for
each marker interval along the genome (Fig. 2C). All populations,
including the epiRILs, had clearly suppressed recombination activity
across pericentromeric regions relative to the chromosome averages
(Figs. 2C and 3B). The exception to this trend was chromosome 4,
for which the epiRILs showed a slight increase of recombination
intensity (Fig. 3B). However, the presence of the heterochromatic
knob on chromosome 4 in the Columbia accession, but not in other
accessions, makes this result difﬁcult to interpret (10).
Speciﬁcally, recombination intensities in pericentromeric
regions of epiRIL chromosomes 1, 2, 3, and 5 were, respectively,
2.50, 6.88, 2.53, and 2.01 times lower than the chromosome av-
erage, which compares to 1.27 (range: 0.97–2.15), 1.51 (range:
0.95–3.68), 1.52 (range: 0.90–2.48), and 1.20 (range: 0.87–1.98) in
the F2 populations (Fig. 3B and SI Appendix, Table S8). This
persistent suppression effect in the epiRIL agrees with the results
of Melamed-Bessudo and Levy (9) and Mirouze et al. (10), who
examined mapping populations derived from a Col(ddm1)×Ler
(WT) and a Col(met1)×Ler(WT) cross, respectively. Hence, loss
of DNA methylation appears to be insufﬁcient to release peri-
centromeric suppression of recombination, even in the absence of
DNA sequence polymorphisms. On the contrary, we found a clear
trend toward enhanced suppression in the epiRILs: Re-
combination intensities in this population were consistently at the
bottom of the natural range compared with the F2 populations,
even though chromosome-wide recombination rates were com-
paratively large. Enhanced suppressive effects also were reported
by Melamed-Bessudo and Levy (9) and Mirouze et al. (10), thus
highlighting an unexpected and complex relationship between
DNA methylation and the suppression of recombination in peri-
centromeric regions of Arabidopsis chromosomes.
Reinforced Suppression of Recombination Extends to Pericentromeric
Boundaries in the epiRILs and Appears to Be Compensated by
Increased Recombination in Chromosome Arms. In contrast to core
pericentromeric regions, recombination intensities in the F2
populations increase rapidly at pericentromeric boundaries with
chromosome arms (Figs. 2C and 3C). An important property of
these regions is that they correspond to major transitions in
genome content from TE-rich to gene-rich sequences (Fig. 2A)
and also have been described recently as hotspots of historical
recombination activity at the species level (SI Appendix, Fig. S14)
(25). We found that nearly 40% of all detected recombination
breakpoints in the F2 populations mapped within a 3-Mb window
bracketing the intersection point in these transition zones
(henceforth referred to as “annotation transition zones”; AT
zones), yielding local recombination intensities that were con-
sistently above the chromosome averages (Fig. 3C and SI Ap-
pendix, Fig. S15 and Table S8).
This ﬁnding differs strongly from the situation seen in the
epiRILs: AT zones accounted for only 25.31% of all detected
recombinants in this population, and recombination intensities
were close to the chromosome average (in chromosomes 3 and
4) or even below it (in chromosomes 1, 2, and 5) (Fig. 3C and SI
Appendix, Table S8). These results suggest that the enhanced
suppression of recombination seen in the epiRIL pericentro-
meric regions (see above) is driven at least in part by the more
localized reduction of recombination within AT zones, which
cover (on average) only 63.4% of the pericentromeric regions
on either side of the centromeres. The two previous studies
using mapping populations derived from crosses between Col
(ddm1) and Ler(WT) (9) and between Col(met1)and Ler(WT)
(10) were not able to delineate these local effects, most likely
because of the sparsity of their genetic markers (two to three
markers per pericentromeric region). Marker density in the
epiRIL map, in contrast, was relatively high within AT zones
D
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Fig. 3. Estimated genetic lengths and fold-change
recombination intensities. (A) Estimated genetic
lengths (±95% CI) of the epiRILs (purple) and each of
the 17 F2 populations (green) (24). (B–D) Fold change
in recombination intensity [(cM/Mb) region/(cM/Mb)
chromosome average] ±95% CI in pericentromeric
regions (B), AT zones deﬁned by a 3-Mb window
bracketing the intersection point between trans-
poson- and gene-dense regions at pericentromeric
boundaries (C), and chromosome arms (D). Purple
arrows indicate the location of the epiRILs when ap-
plicable. The values presented in each panel are or-
dered to highlight trends in the epiRILs recombination
landscape. The identiﬁers of individual F2 crosses cor-
responding to this ordering can be found in SI Ap-
pendix, Table S11.
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and even permitted ﬁne mapping of shared and nonshared re-
combination breakpoints to a resolution as low as 4 kb (SI
Appendix, Figs. S16 and S17 and Tables S9 and S10).
Furthermore, our data indicate that suppression of re-
combination within AT zones in the epiRILs is accompanied by
increased recombination in chromosome arms (Fig. 3D and SI
Appendix, Fig. S18). This apparent compensatory effect recon-
ciles the enhanced local suppression seen in the epiRILs with the
earlier observation that chromosome-wide recombination rates
are relatively large compared with the F2 populations. This effect
was most pronounced on epiRIL chromosomes 1, 2, and 5 (the
chromosomes with the strongest suppression in the AT zone),
with recombination intensities being 1.23, 1.6, and 1.3 times
above the chromosomes’ average (SI Appendix, Table S8). We
failed to identify a similar trend in the F2 populations (SI Ap-
pendix, Fig. S18 and Table S8), suggesting that this effect is
a speciﬁc feature of the epiRIL recombination landscape.
Discussion
In this study we demonstrate that stable DNA methylation
differences can be used as physical markers to derive genome-
wide recombination patterns in a near isogenic population of
epiRILs. We ﬁnd that recombination suppression is main-
tained robustly in pericentromeric regions of the epiRILs,
despite the extensive loss of sequence variation and of DNA
methylation and transcriptional silencing over repeats. This
observation indicates that these factors do not play a major
role in the suppression of pericentromeric COs. This ﬁnding is
contrary to common belief and is particularly intriguing given
the interplay between recombination and transcription ob-
served in yeast and the mouse (26, 27). Whether mechanisms
exist in Arabidopsis that actively sequester the recombination
machinery away from gene-promoter regions or other genomic
elements, as in the mouse (27), remains to be determined.
Nonetheless, our results indicate that loss of DNA methyl-
ation over repeat sequences can lead to a local reinforcement
of recombination suppression in pericentromeric regions and
to increased recombination activity along chromosome arms.
Similar results were reported by Melamed-Bessudo and Levy
(9) and Mirouze et al. (10) using genetically divergent pop-
ulations. Therefore we conclude that the absence of sequence
polymorphisms is insufﬁcient to counteract the enhanced
suppressive effects induced by the loss of DNA methylation in
pericentromeric regions. On the other hand, the lack of se-
quence polymorphisms still may be partly responsible for the
increased recombination rates observed in chromosome ex-
tremities (9).
Melamed-Bessudo and Levy (9) demonstrated that ddm1-in-
duced demethylation of only one homolog produces the same
recombination changes seen when both homologs are demethy-
lated. Our results and conclusions therefore should be general-
izable to the two-homolog situation. However, it has been shown
in Ascobolus that DNA methylation of a known recombination
hotspot inhibits COs more severely when both homologs are
methylated (7). Similar localized dosage effects may therefore
also be present in Arabidopsis.
Our study and those of Melamed-Bessudo and Levy (9) and
Mirouze et al. (10) have used well-characterized ddm1 and met1
DNA methylation mutants as a tool to perturb genome-wide
methylation levels experimentally. Both ddm1 and met1 experi-
ence a nearly 70% reduction in DNA methylation levels genome-
wide. This drastic loss probably sets an upper limit to the amount
of demethylation that can be incurred in nature. Indeed, it is
difﬁcult to conceive of mechanisms that would elicit similar or
more severe changes under natural settings, unless they involve
spontaneous mutations in genes important for DNA methylation
control, such as ddm1 or met1. Interestingly, a recent analysis of
Arabidopsis mutation accumulation lines showed that drastic
alterations in the methylome of one outlier line were likely
caused by a spontaneous mutation in a methyl-transferase gene
(28, 29), which must have arisen during just 30 generations of
selﬁng. This observation suggests that similar events are certainly
plausible under natural conditions.
An assessment of whether strong methylation loss can elicit
recombination changes at magnitudes that are sufﬁcient to
drive genome evolution in this species has been lacking. Our
study is an initial step in providing such an assessment. Our
analysis of the 17 F2 populations derived from 18 natural
accessions (24) allowed us to quantify the magnitude of the
recombination changes observed in the epiRILs in the context
of natural variation. Although we ﬁnd that the epiRILs nearly
always are situated at the boundary of the natural range, there
is no strong evidence that local and global recombination pat-
terns in this population markedly transgress the natural range.
Indeed, in many cases, several of the F2 populations displayed
even more extreme divergence from the F2 population average
than did the epiRILs. These ﬁndings lead us to conclude that
severe losses of DNA methylation along Arabidopsis chromo-
somes have no drastic implications for recombination-mediated
genome evolution. This high level of robustness raises ques-
tions concerning the precise mechanisms that have shaped the
recombination landscape in this species in the ﬁrst place.
Of course, severe depletion of DNA methylation can drive
other important events, such as large-scale structural rear-
rangements and polyploidization, which may impact the course
of genome evolution. In addition, natural epigenetic variation,
such as that associated with differential DNA methylation, can
act on complex traits that are under natural selection (30),
thereby changing linkage disequilibrium relations within and
across chromosomes. However, understanding and documenting
the impact of epigenetic variants on complex traits is challenging,
mainly because of the technical difﬁculties in ruling out the
confounding effect of DNA sequence polymorphisms (31). Be-
cause of this limitation, it has been argued that the epiRILs
constitute an ideal system for the study of epigenetic inheritance
in Arabidopsis (17, 32–34). We and others have shown recently
that many adaptive phenotypes, such as plant height, ﬂowering
time, and growth rate, are highly heritable in this population (12,
35, 36). Segregating phenotypic effects also have been observed
in another epiRIL population which was obtained from a cross
between Col(met1) and Col(WT) (37).
A logical next step in the analysis of these populations is to
map and characterize the epigenetic basis of these complex
traits. The linkage map reported here (Fig. 1B) can be used in
conjunction with classical quantitative trait-locus mapping
methods to achieve this characterization in the ddm1-derived
epiRILs. Ultimately, such efforts should contribute signiﬁcantly
to our understanding of epigenetics in adaptive evolution.
Materials and Methods
Methylome Analysis. MeDIP was carried out as previously described (18)
followed by hybridization to a custom NimbleGen tiling array covering the
Arabidopsis genome at 165 nt resolution (38). Including dye-swaps, we
performed a total of 256 array experiments (SI Appendix, section 1). For each
array, probe signals were classiﬁed into three underlying methylation states,
methylated (M), intermediate (I), or unmethylated (U), using the HMM
presented previously (SI Appendix, section 2) (18). These inferred methyla-
tion states were cross-validated against whole-genome bisulphite-sequenc-
ing data of six epiRILs (SI Appendix, section 3, Fig. S1, and Table S1).
Deﬁnition of Parental DMRs. We conducted a probe-level comparison of the
HMM calls between the ddm1 and WT parents (SI Appendix, section 4).
Probe-level methylation calls were denoted as polymorphic when the parents
differed (e.g., I in ddm1 and M in WT) and as nonpolymorphic when they
were identical (e.g., U in ddm1 and U in WT). Neighboring probes reporting
the same polymorphic state were collapsed into single regions. Hence, pa-
rental DMRs were deﬁned as regions of at least three consecutive probes that
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reported the same extreme polymorphic state (i.e., transitions from M in WT
to U in ddm1 or vice versa). We found 2,611 DMRs, all of which were U in the
ddm1. Detailed summary statistics are given in SI Appendix, Table S2.
Calling of Parental Origin of DMRs in the epiRILs. For any given epiRIL the
parental origin of each DMR (i.e., epigenotype) was determined using an
HMM-based inference method (SI Appendix, section 4).
Mendelian Segregation Criterion. Under the assumption that DMRs were stable
foreightgenerationsofbreeding,bothWT-andddm1-likeparentalstates should
appear according to Mendelian segregation ratios in the epiRILs. The sampling
variation around these ratios was calculated from a binomial distribution taking
into account the sample size (n = 123), the cross design, and the 8% F2 con-
tamination previously reported (12). DMRs in the epiRILs showing a percentage
of WT-like states between 62.7% and 83.3% (the expected value being 73%)
were taken as putative transgenerationally stable markers. In total 867 parental
DMRs fulﬁlled this criterion and were used subsequently as a starting point for
map construction (SI Appendix, section 5, Fig. S2, and Table S3).
Extension of Lander–Green Algorithm. Derivation of a genetic map using DMRs
was carried out through an extension of the Lander-Green algorithm (20),
whichwas designed to accommodatemarker and individual speciﬁc error rates.
Our implementation of this algorithm is detailed in SI Appendix, section 6.
Transcriptome Analysis of epiRILs and ddm1 Seedlings. Whole-genome ex-
pression proﬁling was performed using a custom NimbleGen tiling array (37).
For experimental details, see SI Appendix, section 7.
Transgenerational Analysis of DMRs.MeDIP-chip was carried out for epiRIL 344
for seven generations of selﬁng after the backcross, following the protocol
described above. At each generation, DNA from ﬁve siblings was pooled. The
expected signal behavior was derived using a Markov Chain strategy, consid-
ering the Mendelian inheritance of the marker probes (SI Appendix, section 8).
Construction of the Consensus Map. To facilitate a meaningful comparison of
the epiRILs mapwith those of the 17 different F2 populations, we constructed
a consensus map (SI Appendix, section 9 and Fig. S11) by using the epiRILs
map as a reference and selecting from each of the F2 maps the SNPs closest
to the reference, allowing a maximum distance of ±1.39 Mb. The average
distance from reference was ±0.17 Mb, which led to little loss of information
in capturing the recombination structure along the genome (SI Appendix,
Figs. S12 and S13). Markers deemed too distant were not included in the
consensus map. This process resulted in 83 markers (SI Appendix, Table S7).
Recombination Intensities at Major Annotation Transitions. Fig. 2 A and C
shows that the recombination intensity increases rapidly at the pericentro-
meric boundaries, which also coincide with major transitions in genome con-
tent from genes to transposons. To ﬁnd the area where the recombination
intensity is maximal, we implemented a sliding window approach (SI Appen-
dix, section 10 and Fig. S15).
Note Added in Proof. During the reviewing process, Yelina et al (Yelina NE,
Choi K, Chelysheva L, Macaulay M, de Snoo B, et al. (2012) Epigenetic
Remodeling of Meiotic Crossover Frequency in Arabidopsis thaliana DNA
Methyltransferase Mutants. PLoS Genet 8(8): e1002844. doi:10.1371/journal.
pgen.1002844) reported elevated centromere-proximal COs, coincident with
pericentromeric decreases and distal increases in met1 mutants. However,
total numbers of CO events were found to be similar between wild type and
met1. These results support the trends observed in the epiRIL population.
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